Modulation de la transition respiro-fermentaire chez Saccharomyces cerevisiae par l'oléate : analyse cinétique et métabolique en culture continue sur substrats mixtes by Mouret, Jean-Roch
THESE 
Présenté à 




en vue de l'obtention du 
DOCTORAT 
de Sciences Ecologiques, Vétérinaires, Agronomiques et Bioingénieries 




Modulation de la transition respiro-fermentaire chez 
Saccharomyces cerevisiae par l’oléate : analyse cinétique 






Mme. S. DEQUIN   Di recteur de recherche, ENSA, Montpellier Rapporteur 
Mr. J. M. ENGASSER  Professeur, INPL-ENSAIA, Nancy  Rapporteur 
Mr. J. FAGES   Professeur, EMAC, Albi   Examinateur 
Mr. S. GUILLOUET  Maître de conférence, INSA, Toulouse  Co-directeur de thèse  
Mr. G. GOMA   Professeur, INSA, Toulouse   Co-directeur de thèse 
 
Cette thèse a été préparée au Laboratoire de Biotechnologie-Bioprocédés UMR-CNRS 5504, UR-
INRA 792 du Département de Génie Biochimique et Alimentaire de l'INSA de Toulouse 
Nom : MOURET                     Prénom : Jean-Roch 
 
Titre : Modulation de la transition respiro-fermentaire chez Saccharomyces cerevisiae par 
l’oléate : analyse cinétique et métabolique en culture continue sur substrats mixtes.  
 







 L’objectif de ce travail est d’étudier la transition respiro-fermentaire chez 
Saccharomyces cerevisiae et de déterminer l’étape ou les étapes contrôlant ce processus, à 
partir d’une approche originale de génie microbiologique basée sur l’utilisation de chémostat 
sur substrats mixtes. Dans un premier temps, l’analyse bibliographique a orienté notre travail 
vers l’étude du rôle du transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie. Pour déterminer 
si ce transport exerce un contrôle sur la bascule métabolique, nous avons mis en place une 
stratégie consistant à introduire en chémostat sous limitation glucose en mode oxydatif une 
perturbation métabolique ciblée (présence de co-substrat, modification génétique) et à 
analyser les conséquences de cette perturbation sur la bascule métabolique étudiée. L’oléate a 
été un des co-substrats testés dans ce travail car il est connu pour stimuler les enzymes 
impliquées dans le transport du carbone à travers la membrane mitochondriale. La transition 
respiro-fermentatire a donc été quantifiée en chémostat glucose seul et en chémostat 
glucose/oléate. En présence d’oléate, il a été observé un retard dans l’apparition de la bascule 
métabolique et une redirection du flux carboné de la voie fermentaire vers la voie oxydative. 
Ce résultat marquant met en évidence une diminution de la transition respiro-fermentaire en 
présence d’oléate et constitue un des rares succès reporté dans la littérature de réduction de 
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 This work aims to study the respiro-fermentative transition in Saccharomyces 
cerevisiae and to determine the controlling step(s) involved in this process, by using an 
original approach of microbiological engineering based on co-substrate chemostat 
cultivations. Based on the literature analysis, we focused our work on investigating the 
importance of the carbon transport from cytosol to mitochondria in the onset of the metabolic 
shift. To determine whether this transport exerts a control on the metabolic change, a strategy 
was implemented consisting in introducing, during oxidative glucose limited chemostat, a 
specific metabolic perturbation (addition of co-substrate, genetic modification) and in 
analyzing the consequences of such a perturbation on the studied metabolic event. The oleic 
acid was one of the co-substrates tested in this work; this fatty acid is indeed known to 
stimulate enzymes implied in the carbon transport between the different cell compartments. 
The metabolic transition was then studied in sole glucose chemostat and in glucose/oleic acid 
chemostat. In the presence of oleic acid, a delay in the onset of the metabolic shift and a 
redirection of the carbon flux from the reductive pathway to the oxidative pathway were 
observed. This important result shows a modulation in the respiro-fermentative transition in 
presence of oleic acid and constitutes one of the few success reported in the literature of 
reduction in the Crabtree effect. The action of the oleic acid was further investigated and 
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 Ce travail de thèse s’inscrit dans le cadre de l’analyse systémique de la transition 
respiro-fermentaire chez Saccharomyces cerevisiae. Ce projet a démarré en 2001 dans 
l’équipe de Génie Microbiologique du Laboratoire de Biotechnologies et Bioprocédés (LBB) 
de l’INSA de Toulouse.  
 La levure Saccharomyces cerevisiae a la particularité de présenter un métabolisme 
mixte en présence d’oxygène: respiration (production oxydative de biomasse) et 
fermentation (production fermentaire d’éthanol).  
En aérobiose, lorsque l’apport en glucose est faible, le métabolisme de la levure S. 
cerevisiae est purement oxydatif. Les seuls produits synthétisés par le micro-organisme sont 
la biomasse et le CO2 ; le rendement en biomasse est alors maximum et égal à 0,5 g de 
biomasse par g de glucose (Blom et al., 2000 ; Flikweert et al., 1999 ; Van Hoek et al., 2000). 
Lorsque l’apport de glucose dépasse un certain seuil, le métabolisme devient oxydo-réductif. 
Dans ce cas-là, les produits synthétisés sont la biomasse, le CO2, le glycérol, l’acétate et 
l’éthanol et le rendement en biomasse est fortement réduit. Cette bascule métabolique est 
appelée transition respiro-fermentaire ou effet Crabtree. 
 
Le métabolisme du micro-organisme mis en jeu au cours des procédés industriels va 
être primordial pour l’obtention du produit désiré. Ainsi un métabolisme aérobie oxydatif doit 
être mis en oeuvre pour la production de biomasse (levain, extrait de levure) ou de protéines 
recombinantes. La production d’éthanol ou de boissons alcoolisées implique un métabolisme 
aérobie réductif. 
La compréhension du passage d’un métabolisme oxydatif (ou respiratoire) à un 
métabolisme mixte oxydo-réductif (ou respiro-fermentaire) chez la levure est donc d’un 
intérêt évident pour la communauté scientifique et industrielle. Afin d’orienter le métabolisme 
microbien vers la voie respiratoire, les producteurs de levure sont contraints d’utiliser des 
procédés discontinus alimentés qui consistent en l’apport contrôlé de sucre au milieu de 
culture, difficile à mettre en œuvre à l’échelle industrielle du fait de l’hétérogénéité des 
systèmes de production. Une constance est d’essayer de repousser l’apparition de cette 
transition métabolique pour simplifier les procédés de production de levure biomasse et de 
protéines hétérologues à partir de Saccharomyces cerevisiae. 
   
Il existe deux types d’effet Crabtree : l’effet long-terme et l’effet court-terme. En 
chémostat aérobie, on distingue les deux effets de la manière suivante : 
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9 L’effet long-terme se caractérise par l’existence d’un taux de dilution critique 
(Dc). Lorsque le taux de dilution est inférieur au taux de dilution critique, le 
métabolisme est purement oxydatif.  Au-delà du Dc, le métabolisme est 
oxydo-réductif ; il se caractérise par une production d’éthanol et d’acétate 
ainsi qu’une chute du rendement en biomasse. 
9 L’effet court-terme se caractérise par une production d’éthanol, une chute du 
rendement en biomasse, une augmentation du quotient respiratoire (QR) suite 
à une augmentation subite de la concentration résiduelle en glucose dans le 
réacteur. Notamment, en chémostat sous limitation glucose en mode oxydatif 
(D < Dc), l’effet Crabtree court-terme peut être obtenu par un ajout pulsé de 
glucose. Ce passage d’une limitation à un excès de substrat provoque la 
transition respiro-fermentaire. 
 
Pour expliquer cette bascule métabolique, l’hypothèse la plus répandue est celle de 
l’existence d’une capacité respiratoire limite. Cette notion de capacité respiratoire inclue de 
nombreuses voies métaboliques : les transports de l’acétyl-coA et du pyruvate à travers la 
membrane mitochondriale, l’enzyme pyruvate déshydrogénase, le by-pass de la pyruvate 
déshydrogénase, les voies anaplérotiques, le cycle de Krebs et la chaîne respiratoire (figure 
1). Différents gènes codant pour des enzymes impliquées dans ces voies métaboliques ont 
été délétés ou surexprimés sans que l’on parvienne à réduire l’effet Crabtree. L’étape 
limitante de la transition respiro-fermentaire reste donc à ce jour inconnue.  
 
Néanmoins, les études de Postma et al. (1989) autour du nœud pyruvate décrivent la 
succession des évènements qui vont conduire au shift métabolique et apportent des 
hypothèses quant à la localisation potentielle des étapes gouvernant la bascule métabolique. 
Lorsque l’apport en glucose est faible, le flux de pyruvate serait entièrement pris en charge 
par la pyruvate déshydrogénase. Lorsque le flux de glucose augmente, la pyruvate 
déshydrogénase serait saturée et le flux de pyruvate suivrait le by-pass de la pyruvate 
déshydrogénase (composé de la pyruvate décarboxylase, acétaldéhyde déshydrogénase, 
acétyl-coA synthétase et carnitine acétyl transférase). Sous un flux de glucose encore plus 
élevé, l’acétyl-coA synthétase serait à son tour saturée et l’acétate s’accumulerait. 
L’accumulation de l’acétate entraînerait une inhibition de l’acétaldéhyde déshydrogénase et 
une accumulation d’acétaldéhyde. L’acétaldéhyde accumulé serait alors converti en éthanol 
par l’alcool déshydrogénase.  
Logiquement, De Jong-Gubbels et al. (1998) ont amplifié les gènes ACS1 et ACS2, 
codant pour l’acétyl-coA synthétase. Cette surexpression a été sans effet sur l’accumulation 
d’acétate et plus généralement sur la transition respiro-fermentaire. Si l’accumulation 
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d’acétate qui semble être l’élément déclencheur n’est pas dû à une limitation au niveau de 
l’acétyl-coA synthétase, cela signifie que la limitation se situerait en aval de cette enzyme, 
c'est-à-dire le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie. Nous avons donc 






















Figure 1 : schéma métabolique simplifié de la levure S. cerevisiae. 
 
 
Pour déterminer si le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie 
constitue une étape contrôlante dans la transition métabolique, nous avons mis en place une 
stratégie qui consiste à faire varier l’activité d’une ou plusieurs enzymes et à analyser l’effet 
de ces variations sur le flux métabolique étudié. Dans notre cas, nous avons donc décidé de 
faire varier l’activité du transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie et d’analyser 
les répercussions de cette stimulation sur l’effet Crabtree court-terme.  
 
Après avoir quantifié les paramètres cinétiques du système de culture, chémostat 





































  Introduction générale 
 4
transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie, nous avons opté pour une 
approche de type génie microbiologique. Il s’agit d’ajouter en chémostat glucose aérobie un 
second substrat carboné susceptible de stimuler les systèmes enzymatiques impliqués dans 
le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie. 
 
Dans un premier chapitre, est présentée l’analyse cinétique de la culture de 
Saccharomyces cerevisiae en chémostat sous limitation glucose seul. Ce système d’étude 
servira de système de référence à la globalité du projet. De manière à quantifier la transition 
respiro-fermentaire, nous avons réalisé des ajouts pulsés de glucose en régime permanent 
sur des cellules cultivées en chémostat purement oxydatif. Ce procédé est largement 
répandu dans la communauté scientifique pour l’étude de l’effet Crabtree court-terme 
(Flikweert et al., 1999 ; van Maris et al., 2001). La dynamique consécutive à un ajout pulsé 
de glucose dure une heure ; ainsi les phénomènes observés lors de cette dynamique sont 
principalement d’abord des phénomènes de régulation de type allostérique, puis 















Figure 2 : Temps de relaxations de divers processus cellulaires. 
 
 
Le second chapitre est consacré à l’analyse cinétique de la culture de S. cerevisiae 
en chémostat glucose/oléate. Le choix de l’oléate s’est justifié par le fait qu’il est reporté 
dans la littérature une induction de la synthèse de la carnitine acétyl transférase (une des 
enzymes impliquées dans le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie) 
(Elgersma et al., 1995) lors de la culture sur oléate seul. 
Temps de relaxation (s)
10-6 10-4 10-2 100 102 104 106
Action des masses Contrôle par les ARNm Changement dû à une mutation
Contrôle allostérique Induction d’enzymes
Dynamiques en chémostat, fed-batch
Régime permanent en chémostat
Dynamique du pulse glucose
  Introduction générale 
 5
Les deux chapitres suivants présentent l’effet de la L,carnitine sur la transition 
métabolique à partir de l’analyse de cultures en chémostat glucose/carnitine et 
glucose/carnitine/oléate. La L,carnitine est le subtrat préférentiel de la carnitine acétyl 
transférase donc son ajout doit permettre d’augmenter son activité par simple effet 
« substrat ».  
 
Dans le quatrième chapitre, nous avons voulu dissocier l’effet « substrat » et l’effet 
« génétique » de l’oléate sur la bascule métabolique. Pour cela, des cultures en chémostat 
glucose/succinate ont été réalisées et l’effet sur la bascule métabolique a été quantifié. Le 
choix du succinate se justifie par le fait que le succinate est un des produits finaux de la 
dégradation de l’oléate ; ainsi seul l’effet « substrat » sera étudié en chémostat 
glucose/succinate. 
 
Le cinquième chapitre présente un bilan de l’action de l’oléate sur le métabolisme de 
la levure S. cerevisiae. En particulier, nous nous poserons la question de la consommation 
de l’oléate par la cellule. 
 
Dans le sixième chapitre, nous avons stimulé plus spécifiquement la citrate synthase 
2 (Cit2p), de manière à entraîner un flux de carbone plus important dans le cycle de Krebs. 
Ainsi, un mutant surexprimant le gène CIT2 a été construit et analysé en chémostat sous 
limitation glucose. La bascule métabolique a été quantifiée.  
 








































Figure 3 : Démarche suivie au cours de ce travail.  
 
 
 Les résultats seront enfin discutés dans une dernière partie dans laquelle nous 
tenterons de répondre aux questions suivantes : 
9 Quel est l’effet de l’oléate sur la bascule respiro-fermentaire ? 
9 A quel niveau du métabolisme se situe l’action de l’acide oléique ? 
9 Qu’apporte cette étude sur la connaissance du transport de l’acétyl-coA du 
cytosol vers la mitochondrie ? 
9 Quel est le rôle de la chaîne respiratoire dans la transition oxydo-réductive ? 
9 Quel est l’apport d’une stratégie co-substrat dans l’étude de la bascule 
respiro-fermentaire ?  
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De nombreuses industries agro-alimentaires utilisent les levures dans leurs 
productions. Parmi celles-ci, l’organisme le plus utilisé est Saccharomyces cerevisiae. Sa 
particularité est qu’en présence d’oxygène, le métabolisme réductif (conversion du glucose 
en un produit plus réduit comme l’éthanol) et le métabolisme oxydatif (oxydation complète du 
glucose en CO2) contribuent au catabolisme du glucose. De ce fait, S. cerevisiae est aussi 
bien utilisée dans la production de vin, de bière, d’alcool carburant que dans la production de 
protéines recombinantes. S. cerevisiae est également utilisée en panification pour la 



















Saccharomyces cerevisiae est un organisme unicellulaire eucaryote. Il fut le premier 
organisme entièrement séquencé (en 1996), ce qui en fait un des organismes les mieux 
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S. cerevisiae est une levure anaérobe facultative. Ce micro-organisme possède deux 
métabolismes principaux pour produire de l‘énergie lorsqu’il est cultivé sur glucose : la 
fermentation alcoolique et la respiration.  
En conditions anaérobies, la fermentation est le seul moyen de générer de l’énergie. 
En conditions pleinement aérobies, la fermentation alcoolique apparaît en combinaison avec 
la respiration en culture batch ou en culture continue lorsque la vitesse d’apport de glucose 
dépasse un certain seuil (van Dijken et Scheffers, 1986) correspondant à une valeur de taux 
de dilution appelée taux de dilution critique (DC). Pour des taux de dilution inférieurs au taux 
de dilution critique, la levure a un métabolisme purement oxydatif (respiration). Le glucose 
est dans ce cas-là complètement oxydé et les seuls produits sont le dioxyde de carbone et la 
biomasse. Dans ces conditions, pour la souche S. cerevisiae CENPK 113-7D, le rendement 
en biomasse a sa valeur maximale égale à 0,5 gramme de biomasse par gramme de 
glucose (van Maris et al., 2001). Par contre, pour la souche S. cerevisiae CENPK 113-7D, 
dans le cas d’un métabolisme oxydo-réductif, le rendement en biomasse chute à 0,16 
gramme de biomasse par gramme de glucose (van Maris et al., 2001).   
La transition métabolique d’un métabolisme purement oxydatif à un métabolisme 
oxydo-réductif est appelée « effet Crabtree » (Crabtree, 1929 ; de Deken, 1966 ; Fiechter et 
al., 1981).  
Dans les industries, telles que les productions de levures de boulangerie ou de 
protéines hétérologues, où la formation de co-produits doit être évitée et le rendement en 
biomasse maximisé, la réduction de l’effet Crabtree est un intérêt majeur. 
 
Dans l’étude bibliographique suivante, les deux premiers chapitres rassemblent  les 
connaissances actuelles concernant les deux principaux effets connus chez la levure 
Saccharomyces cerevisiae : l’effet glucose et l’effet Crabtree. Les parties suivantes 
concernent un état de l’art sur des points particuliers du métabolisme de la levure 
nécessaires à l’analyse de nos résultats : le transport du carbone entre les différents 
compartiments cellulaires et le métabolisme des acides gras.  
  Chapitre 1 : Effet Glucose 
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CHAPITRE 1 : Effet Glucose  
 
I-A/ Introduction, définition 
 
Chez de nombreux organismes eucaryotes et procaryotes, le glucose exerce un effet 
répresseur sur le catabolisme des autres sources de carbone assimilables. Le glucose se  
distingue des autres sucres comme étant la source de carbone préférée de la cellule. Chez 
la levure, en particulier chez S. cerevisiae, le glucose exerce un mécanisme de répression 
sur certaines protéines de transport et sur l’ensemble du métabolisme cellulaire visant à 
adapter la machinerie cellulaire à une unique fonction : la dégradation de cet hexose. Ce 
comportement correspond à une gestion économique et efficace de l’activité cellulaire. 
  
En 1929, Crabtree met en évidence un effet inhibiteur du glucose sur la respiration 
des cellules tumorales. C’est la découverte de « l’effet Crabtree », une des premières 
constatations d’un effet du glucose sur le métabolisme des cellules eucaryotes. Le glucose 
est ensuite reconnu pour ses nombreux effets sur la physiologie bactérienne et le terme 
« d’effet glucose » est utilisé pour désigner l’ensemble des conséquences physiologiques 
dues à la présence du glucose dans le milieu de culture (Magasanik, 1961). Chez la levure 
S. cerevisiae, la respiration est réprimée par le glucose ; son métabolisme s’oriente alors 
vers la voie fermentaire. Le glucose réprime non seulement le métabolisme oxydatif et la 
néoglucogénèse mais aussi de nombreuses fonctions cellulaires. Magasanik (1961) constate 
que cet effet répressif se produit, à un niveau plus faible cependant, avec d’autres sucres 
fermentescibles tels que le mannose, le fructose ou le galactose. L’effet glucose n’est pas dû 
à une accumulation du sucre à l’intérieur de la cellule mais des catabolites intra-cellulaires 
issus de sa dégradation. Ainsi, Magasanik (1961) désigne l’effet glucose sous le nom de 
« répression catabolique », terme couramment utilisé à l’heure actuelle pour désigner les 
multiples effets du glucose sur la physiologie de la levure. Les mécanismes intervenant dans 
ce processus de répression catabolique ne sont pas encore élucidés. En effet, la répression 
catabolique, par le biais de cascades de régulations complexes, met en jeu de nombreux 
intermédiaires (Gancedo, 1992). Elle contrôle le transport des sucres, la respiration, le cycle 
cellulaire et les enzymes impliquées dans le fonctionnement de nombreuses voies 
métaboliques : le cycle de Krebs, le shunt glyoxylique, la néoglucogénèse, la voie 
d’assimilation du galactose mas aussi l’invertase ou encore la maltase (Gancedo, 1998). La 
complexité du processus est due au grand nombre de cibles de l’effet glucose, à la diversité 
des mécanismes de régulation impliqués et à la multitude des effets induits par le glucose 
(Entian, 1986 ;  Gancedo, 1998).  
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I-B/ Niveaux de contrôle  
 
La répression catabolique affecte les niveaux des enzymes en causant une chute de 
la concentration des ARNms correspondants, une chute dans leur vitesse de traduction, ou 
une augmentation de la vitesse de dégradation de la protéine. La réponse cellulaire à 
« l’effet glucose » est donc étalée dans le temps avec, de façon schématique, une 
coopération progressive des différents mécanismes de régulation. Ainsi, les modifications 
physiologiques qui en découlent relèvent des régulations allostériques des enzymes (de 
l’ordre de la seconde à la minute), des mécanismes d’inactivation protéolytique (variables, 
dans le cas de l’inactivation de la F1,6 bi-phosphatase : 10 à 20 minutes) et de leur propre 
synthèse (allant jusqu’à plusieurs heures). 
 
Le contrôle de la vitesse de traduction n’est pas commun chez la levure. Néanmoins, 
dans le cas de l’activateur transcriptionnel Adr1p, il semble que le glucose intervienne à cette 
étape. Alors que la concentration en Adr1p est 10 fois plus forte sur éthanol que sur glucose, 
le niveau d’ARNm est simplement 2 fois plus grand (Vallari et al., 1992). La demi-vie d’Adr1p 
est la même sur éthanol et sur glucose. Il a donc été conclu que la chute du niveau d’Adr1p 
est principalement due à une réduction de la vitesse de synthèse d’Adr1p provoquée par le 
glucose. Le mécanisme moléculaire d’action du glucose n’est pas encore connu.  
Bien que le contrôle traductionnel du glucose soit rare, le glucose déclenche 
l’inactivation ou la protéolyse de certaines protéines. Par analogie avec la répression 
catabolique, ce phénomène est appelé inactivation catabolique (Gancedo, 1998) ; il affecte 
des protéines allant des enzymes de la gluconéogénèse au transport de molécules. 
L’inactivation de la fructose-1,6-biphosphatase (FbPase) par le glucose a été 
particulièrement étudiée ; il a été montré que le glucose cause une phosphorylation très 
rapide de FbPase et une dégradation protéolytique de l’enzyme. Deux mécanismes de 
protéolyse ont été décrits : transfert de la FbPase dans la vacuole et dégradation par les 
protéases vacuolaires (Chiang et Schekman, 1991) ; ubiquitination de la FbPase (Schork et 
al., 1995) suivie  de la dégradation par le protéasome (Schork et al., 1994). 
 
Le principal effet du glucose a lieu au niveau transcriptionnel (Gancedo, 1998). Le 
niveau d’ARNm dépend à la fois de la vitesse de transcription du gène correspondant et de 
la stabilité de l’ARNm. Ainsi, le système le plus général de répression catabolique implique 
une décroissance parallèle des niveaux d’ARNm et de protéines (Gancedo, 1998). La demi-
vie des ARNm du gène CYC1 (codant pour le cytochrome C, composé de la chaîne 
respiratoire) diminue de 12 minutes pour des cellules déréprimées à 2 minutes en présence 
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de glucose tandis que pour le gène MAL2 (codant pour l’alpha-glucosidase), la chute est de 
25 à 6 minutes. Le glucose a également un effet important sur les ARNms codant pour les 
sous-unités de la succinate déshydrogénase, leur demi-vie chute de plus de 60 minutes à 
moins de 10 minutes. Pour le gène PCK1 (codant pour la phosphoénol-pyruvate 
carboxykinase, enzyme impliquée dans la néo-glucogénèse), le glucose multiplie par deux la 
vitesse de dégradation des ARNms. 
 
I-C/ Sucres induisant une répression catabolique 
 
La répression catabolique peut être également provoquée par le fructose ou le 
mannose qui sont des hexoses métaboliquement proches du glucose (Nevado et al., 1993). 
Cependant, d’autres sucres peuvent réprimer le catabolisme du glucose mais à une échelle 
beaucoup plus réduite. Ainsi, en absence de glucose, le galactose ou le mannose exercent 
un effet répresseur sur certains points du métabolisme du glucose (Eraso et Gancedo, 
1984). Par exemple, le galactose exerce un pseudo effet galactose en inhibant le transport 
du glucose (Nevado et al., 1993). Cependant, la présence de maltose ou de galactose est 
nécessaire à l’induction des gènes codant pour les enzymes permettant leur assimilation. 
Ces gènes sont par contre réprimés si l’on ajoute du glucose dans le milieu illustrant l’effet 
dominant du glucose sur les autres sources de carbone (Fu et al., 1995).  
 
I-D/ Eléments du système 
 
I-D-1/ La cascade RAS/AMPc 
 
La première cascade de régulation identifiée comme jouant un rôle important dans 
l’effet glucose  a été la cascade RAS/AMPc. Par sa dynamique d’action, elle semble jouer un 
rôle dans le mécanisme d’adaptation à court terme au glucose en modifiant de façon 
allostérique l’activité (inhibition, activation ou dégradation) des enzymes de la glycolyse, de 
la néoglucogénèse, de la synthèse/dégradation des réserves ou d’autres protéines cibles 
(protéines de transport  par exemple). 
 
Chez E. coli, comme chez la levure, un mécanisme de répression catabolique existe 
et l’AMPc a été identifié comme messager du mécanisme de répression (Ullmann et Dachin, 
1980 ; Saier et al., 1996). Chez cette bactérie, le glucose provoque une diminution de la 
concentration intra-cellulaire en AMPc, qui est un activateur de transcription des gènes 
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sensibles à la répression catabolique. La synthèse des protéines cibles de la répression 
catabolique est ainsi inhibée. 
 
Chez S. cerevisiae, le mécanisme identifié chez E. coli n’est pas transposable car un 
ajout de glucose à des cellules en croissance sur substrat non fermentescible, en phase 
stationnaire ou à des ascospores, déclenche une augmentation transitoire de la 
concentration en AMPc qui active une cascade de protéines régulatrices impliquées dans la 
répression catabolique (Eraso et Gancedo, 1984 ; Thevelein et Beullens, 1985). L’AMPc a 
été mis en évidence dans l’activation de la tréhalase permettant de mobiliser le tréhalose 
intra-cellulaire (van der Plaat et van Solingen, 1974) ou encore la répression de certains 
gènes en présence de glucose, comme par exemple le gène ADH2 codant pour l’alcool 
déshydrogénase.  
La recherche de mutants affectés dans ces mécanismes a permis d’identifier de 
nombreuses protéines intervenant dans cette régulation et de déterminer certaines de leurs 
fonctions. Ainsi, l’AMPc apparaît aussi chez la levure comme un messager libéré dans la 
cellule déclenchant une cascade de régulation complexe. C’est en fait une protéine liée à la 
membrane, la protéine Rasp qui est stimulée par un signal provenant d’un capteur 
(membranaire ?) sensible à la variation de la concentration en glucose ou autre nutriment du 
milieu extérieur. L’activation de cette protéine va stimuler l’adénylate cyclase et entraîner la 
formation d’AMPc. Le signal déclenchant n’est toujours pas identifié et de nombreux points 
demeurent obscurs dans le fonctionnement de cette cascade.          
 
Les cibles finales de la cascade RAS/AMPc sont les suivantes (Broach et 
Deschenes, 1990) :  
9 Les enzymes impliquées dans le métabolisme des réserves : dégradation des stocks 
de tréhalose et de glycogène. 
9 Les enzymes situées aux points stratégiques de la glycolyse et de la néoglugénèse 
(phosphofructokinase et fructose 1,6-biphosphatase) : activation de la glycolyse et 
inhibition de la néoglucogénèse. 
9 Induction transcriptionnelle des gènes liés à la croissance, codant par exemple pour 
les protéines ribosomales. 
9 Répression de certaines protéines de stress. 
9 Inactivation des transporteurs du galactose, du maltose et du transport de haute 
affinité du glucose. 
 
Par la suite, une seconde cascade de régulation a été identifiée ; il s’agit de la 
cascade SNF1. Comme son nom l’indique, la protéine indispensable à l’action de cette 
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cascade de signalisation cellulaire est la protéine Snf1p. Elle agit au niveau transcriptionnel 
sur l’expression de la plupart des gènes réprimés par le glucose, mais son fonctionnement 
est encore méconnu et tous les intermédiaires impliqués dans ce processus ne sont pas 
encore identifiés. L’inhibition de cette cascade pourrait être responsable de nombreux 
évènements liés à la répression catabolique à moyen et long terme (Ronne, 1995). 
 
I-D-2/ La cascade SNF1 
 
La protéine Snf1p est une protéine kinase codée par le gène SNF1 qui joue un rôle 
clé dans le mécanisme de dérépression de l’effet glucose (Celenza et Carlson, 1986). Il a été 
montré que l’activité de Snf1p augmente très fortement pour des cellules placées en 
conditions de dérépression de glucose (Wilson et al., 1996). Cette forte activation de Snf1p 
en condition de dérépression est due à une phosphorylation car elle disparaît lorsque l’extrait 
cellulaire est traité avec une protéine phosphatase. La nature du signal conduisant à la 
phosphorylation et donc à l’activation de Snf1p reste inconnu (Gancedo, 1998). Snf1p 
permet aux gènes qui sont réprimés par le glucose de façon permanente d’être à nouveau 
exprimés. Son importance est cruciale dans le mécanisme de dérépression, puisqu’un  
mutant ∆snf1 est incapable de se développer sur des sources de carbone non-
fermentescibles telles que le glycérol, l’éthanol ou fermentescibles comme le maltose, 
saccharose et raffinose. L’action de cette protéine permet en effet de lever le mécanisme de 
répression catabolique exercé au niveau des enzymes de la néoglucogénèse, de l’utilisation 
de sources de carbones alternatives, du shunt glyoxylique, de la respiration ou du cycle de 
Krebs (Entian et Zimmerman, 1982). Ainsi, Ronne (1995) indique que l’effet glucose pourrait 
s’expliquer, dans sa globalité, simplement par l’inhibition de l’activité de Snf1p, bloquant ainsi 
le processus de dérépression. Cette inhibition pourrait être induite par un messager intra-
cellulaire sous la dépendance du glucose.   
 
I-D-2-1/ Le complexe Mig1p 
 
 Le gène MIG1 est un élément important dans la répression par le glucose. Mig1p est 
capable de se fixer aux promoteurs de nombreux gènes réprimés par le glucose. La fixation 
à l’ADN nécessite une boîte GC avec la séquence consensus (G/C)(C/T)GGGG ainsi qu’une 
région riche en AT (Lundin et al., 1994). Mig1p exerce son effet répressif en recrutant un 
complexe qui contient les protéines Tup1p et Cyc8p (dont l’autre nom est Ssn6p) (Treitel et 
Carlson, 1995 ; Tzamarias et Struhl, 1994) ; en effet, des mutations dans les gènes TUP1 et 
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CYC8 affectent la répression catabolique. La protéine Mig1p peut être phophorylée par la 
protéine Snf1p (protéine kinase).  
En présence de glucose, Mig1p se trouve dans le noyau et réprime la transcription 
des gènes réprimés par le glucose ou impliqués dans le métabolisme d’autres sources de 
carbone. L’absence de glucose provoque à la  fois  la phosphorylation de Mig1p, via le 
complexe Snf1p, et sa translocation vers le cytoplasme ; la répression est alors levée 

















Figure 5 : le contrôle de la protéine Mig1p. 
 
 
 Le gène GLC7 code pour une protéine phosphatase. Les protéines Snf1p et Glc7p 
ont des rôles antagonistes mais la cible de l’activité phosphatase n’a pas encore été 
identifiée. Les candidats potentiels sont un régulateur de Snf1p ou la protéine Snf1p. Il a 
également été proposé que Mig1p soit phosphorylée par Snf1p et déphosphorylée par Glc7p 
(De Vit et al., 1996). 
 
I-D-2-2/ Le complexe Hap2/3/4/5p 
 
 Les gènes codant pour les composés de la chaîne mitochondriale de transport des 
électrons, les enzymes de biosynthèse de la voie hémique et des enzymes du cycle de 
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(De Winde et Grivell, 1993). Le complexe Hap2/3/4/5p active la transcription des gènes 
QCR8, QCR2 et QCR7 qui codent pour des protéines appartenant au complexe oxydo-
réductif ubiquinone-cytochrome C (QCR) de la chaîne respiratoire (Blom et al., 2000). La 
transcription des gènes CYC1 (codant pour le cytochrome c) et CYT1 (codant pour le 
cytochrome c1) est également stimulée par le complexe Hap2/3/4/5p. La transcription des 
gènes MDH1 (codant pour la malate déshydrogénase) et ICL1 (codant pour l’isocitrate lyase) 
qui codent pour des enzymes du cycle de Krebs est stimulée par le complexe Hap2/3/4/5p. 
Ce complexe active la transcription quand la levure pousse sur une source de 
carbone non fermentescible. Il se lie à l‘ADN en se fixant sur la séquence consensus 
ACCAAT(T/C)NA appelée CCAAT box (Olesen et al., 1987). Les protéines Hap2p, Hap3p et 
Hap5p sont suffisantes pour la fixation à la CCAAT box ; en effet un mélange des trois 
protéines combinantes purifiées permet la fixation à la CCAAT box in vitro (McNabb et al., 
1995).  Hap4p est principalement responsable de l’activation de la transcription produite par  
le complexe (Olesen et Guarente, 1990).   
Dans le promoteur de HAP4, la présence d’un site de fixation de Mig1p (répresseur 
transcriptionnel impliqué dans la répression par le glucose) suggère que la répression 
catabolique de HAP4 se fait via Mig1p (De Winde et Grivell, 1993). 
 
I-D-2-3/ Autres protéines 
 
I-D-2-3-1/ La protéine Gal4p 
 
La protéine Gal4p active la transcription d’une famille d’une famille de gènes, GAL1, 
GAL2, GAL7, GAL10 et MEL1, impliqués dans le catabolisme du galactose et du mélobiose 
(Gancedo, 1998). Ces gènes contiennent 1 à 4 copies de l’élément régulateur UASGAL avec 
la séquence consensus palindromique CGGA(G/C)GACAGTC(C/G)TCCG (Giniger et al., 
1985). La protéine Gal4p forme un complexe avec la protéine régulatrice Gal80p. En 
absence de galactose dans le milieu, le complexe se fixe au UASGAL mais n’est pas capable 
d’activer la transcription. En présence de galactose, la protéine régulatrice Gal3p (une 
protéine ayant une grande homologie avec la galactokinase) se fixe à la Gal80p, annulant 
ainsi l’effet inhibiteur sur Gal4p. La protéine Gal4p peut alors être phosphorylée sur le site 
Ser-699 ; cette phosphorylation est requise pour une activité maximale (Sadowski et al., 
1996).   
 
Quand il y a du glucose dans le milieu, la transcription des gènes GAL est réprimée 
même s’il y a du galactose (Gancedo, 1998). Le glucose intervient à différents niveaux sur 
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Gal4p : en empêchant sa synthèse, en bloquant sa capacité de fixation au site UASGAL ou en 
interférant avec sa fonction activatrice. L’expression du gène GAL4 est modérément 
réprimée par le glucose et cette répression implique la fixation de la protéine régulatrice 
Mig1p sur le promoteur de GAL4 (Griggs et Johnston, 1991 ; Nehlin et al., 1991). Le glucose 
interfère également avec la libération de Gal80p par le galactose qui permet la levée de 
l’inhibition sur Gal4p. Pour un mutant ∆gal80 avec une expression constitutive de GAL4, 
l’activité de Gal4p n’est pas affectée par le glucose (Gancedo, 1998). 
 
I-D-2-3-2/ La protéine Mal63p 
 
Parmi les gènes impliqués dans l’utilisation du maltose, le complexe génétique le plus 
étudié est MAL6. Dans ce complexe, le gène MAL61 (MAL6T) code pour une maltose 
perméase ; le gène MAL62 (MAL6S) code pour une maltase et le gène MAL63 (MAL6R) 
code pour une protéine qui active l’expression des gènes MAL61 et MAL62 et probablement 
du gène MAL63 lui-même (Gancedo, 1998). Mal63p est activé en présence de maltose mais 
le mécanisme d’activation est pour l’instant inconnu.  
Le glucose réprime l’expression des gènes MAL même en présence de maltose dans 
le milieu. Le glucose affecte à la fois la transcription du gène MAL63 ainsi que la formation 
de la conformation active de Mal63p (Hu et al., 1995 ; Wang et Needleman, 1996). L’effet sur 
la transcription du gène MAL63 est principalement dû à l’effet de Mig1p ; en effet, la délétion 
du gène MIG1 ou la suppression du site de fixation de Mig1p sur le promoteur du gène 
MAL63 augmente l’expression de ce gène sur glucose. 
 
I-D-2-3-3/ La protéine Cat8p 
 
Cat8p est une protéine requise pour la dérépression des enzymes de la 
gluconéogénèse, fructose-1,6-bisphosphatase, phosphoénolpyruvate carboxykinase et 
isocitrate lyase mais non nécessaire pour la dérépression de l’invertase et de la maltase 
(Gancedo, 1998). Cat8p est fortement réprimée par le glucose ; Mig1p intervient dans cette 
répression. Il y a un site de fixation du complexe Hap2/3/4/5p dans le promoteur du gène 
CAT8. La protéine Cat5p (protéine requise pour la dé-répression des enzymes 
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I-D-3/ Eléments impliqués dans le signalement du glucose 
 
Il y a de fortes preuves d’existence de capteurs du glucose dans la membrane de la 
levure. Parmi les gènes identifiés comme transporteurs d’hexose (HXT) chez S. cerevisiae, 2 
gènes, SNF3 et RGT2, sont exprimés à des niveaux beaucoup plus faibles que les autres 
gènes HXT et jouent un rôle spécifique de régulation (Ozcan et al., 1996). Le gène SNF3 est 
réprimé par une grande concentration en glucose alors que RGT2 est exprimé de manière 
constitutive. Le gène SNF3 est requis pour l’induction à faibles niveaux de glucose de 
certains gènes codant pour des transporteurs d’hexose tels que HXT2 ; il semble fonctionner 
comme un détecteur de niveau faible de glucose. Le gène RTG2, qui est requis pour 
l’induction de HXT1 par des niveaux importants de glucose, semble donc être un détecteur 
de niveau élevé de glucose. Snf3p et Rtg2p, au contraire des autres transporteurs de 
glucose, ont un long domaine cytoplasmique à l’extrémité C-terminale ; il a été spéculé que 
la fixation du glucose à ces protéines cause un changement conformationnel affectant le 
domaine C-terminal (Ozcan et al., 1996).  
Pour un mutant ∆snf3, la répression des gènes SUC2 (codant pour l’invertase), GAL1 
(codant pour la galactokinase, cette enzyme catalyse la première étape du métabolisme du 
galactose) ou ADH2 (codant pour l’alcool déshydrogénase) par des niveaux élevés de 
glucose n’est pas éliminée ; par contre, la répression du gène ADH2 par le raffinose et 
l’induction du gène SUC2 par des niveaux faibles de glucose est abolie (Ozcan et al., 1997). 
Alors que pour un mutant ∆rgt2 la répression de SUC2 ou de GAL1 se fait par des niveaux 
élevés de glucose (Ozcan et al., 1996), un double mutant ∆snf3∆rgt2 pousse très faiblement 
sur glucose et dans ce mutant, ni GAL1, ni SUC2 ne sont réprimés par 4% de glucose.  
 
Un mutant où les gènes HXT1 à 7 ont été délétés est incapable de transporter le 
glucose. A partir de ce mutant, des souches exprimant un ou plusieurs de ces gènes ont été 
construites. La capacité de ces divers mutants à réprimer les gènes MAL2 (codant pour 
l’alpha-glucosidase), SUC2 (codant pour l’invertase) ou GAL1 (codant pour la galactokinase) 
a été étudiée (Reinfenberger et al., 1997). Les résultats montrent que la répression par le 
glucose ne dépend pas d’un transporteur spécifique mais que dans les différentes souches, 
l’importance de la répression est corrélée avec la capacité de transport du glucose, 
suggérant que la vitesse d’utilisation du glucose détermine la force du « signal glucose ». De 
la même façon, dans une souche qui n’a que les gènes HXT6/7 et a une capacité faible de 
transport du glucose, le gène SUC2 n’est pas réprimé par le glucose (Walsh et al., 1996).  
Dans le mutant ∆grr1 qui est résistant à la répression catabolique, la régulation des 
transporteurs de glucose est également affectée (Bailey et Woodward, 1984). L’induction 
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des gènes HXT1 à HXT4 est déficiente pour ce mutant (Ozcan et Johnston, 1995). Grr1p fait 
partie d’un complexe enzymatique vraisemblablement impliqué dans la régulation indirecte 
de Rgt1p (Li et Johnston, 1997). Rgt1p est une protéine qui se lie à l’ADN ; elle est capable 
de réprimer les gènes HXT en absence de glucose et d’activer certains gènes tels que HXT1 
pour des hautes concentrations en glucose (Ozcan et al., 1996). Grr1p est requis à la fois 
pour des faibles concentrations en glucose pour inactiver la fonction répresseur de Rgt1p et 
pour des hautes concentrations en glucose pour transformer Rgt1p en activateur. Le signal 
glucose est transmis vers Grr1p via Snf3p ou Rgt2p suivant la concentration en glucose. En 
absence de Grr1p, Rgt1p agit constamment comme un répresseur ; la capacité de transport 
de glucose par la cellule est faible et la répression par le glucose de certains gènes est 
levée.  
 
Un des premier mutant déficient pour la répression catabolique a été le mutant ∆hxk2 
auquel il manquait l’activité hexokinase II. Pour des mutants avec des activités hexokinases 
(Hxk1p et Hxk2p) différentes, il existe une forte corrélation entre la capacité de ces souches 
à phosphoryler le glucose ou le fructose et la répression de la maltase et de l’invertase par le 
glucose ou le fructose.  
La conclusion est donc que pour qu’un sucre exerce la répression catabolique, il faut 
qu’il soit phosphorylé  (Gancedo, 1998). Néanmoins, la présence de Hxk2p dans le noyau 
suggère que cette protéine joue un rôle de régulation différent de sa capacité à phosphoryler 
les sucres (Randez-Gil et al., 1998).  
 
La connaissance du « signal glucose » est encore très mauvaise. Alors qu’il est clair 
que la vitesse de phosphorylation du sucre est importante pour le processus de répression, 
la vitesse elle-même ne peut pas modifier les protéines en aval telles que Snf1p. Des 
vitesses de phosphorylation différentes impliquent des concentrations différentes en 
métabolites intra-cellulaires et une activation ou inhibition de protéines régulatrices par ces 
métabolites. Alors qu’on peut considérer le glucose-6-phosphate, le fructose-6-phosphate et 
l’AMPc comme des candidats en tant que « métabolites signaux » ; Snf1p comme l’une des 
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I-E/ Illustrations de l’effet glucose 
 
I-E-1/ Ajout impulsionnel de glucose 
 
Entian et al. (1984) ont étudié l’incidence d’un ajout de glucose sur une culture en 
croissance sur éthanol (condition de dérépression). Ils ont suivi l’évolution de l’activité 
respiratoire (consommation d’O2) et fermentaire (production de CO2) et de certaines activités 
enzymatiques au cours du temps.  
Au niveau des échanges gazeux, on note une augmentation progressive de l’activité 
fermentaire entre 1 et 1,5 heures après le pulse ; tandis que la respiration est inhibée 
tardivement de manière progressive entre 2 et 7 heures après l’ajout.  
D’autre part, les enzymes néoglucogéniques nécessaires à l‘assimilation de l’éthanol 
voient leur activité chuter rapidement (20 minutes pour la F1,6 phosphatase) suite à un 
processus d’inactivation et/ou de dégradation protéolytique. On observe aussi une 
répression des enzymes de la voie oxydative (malate synthase, succinate déshydrogénase, 
NADH déshydrogénase). Le glucose n’a pas qu’un rôle répressif sur les enzymes puisque 
l’activité de la pyruvate décarboxylase (PDC) et de la pyruvate kinase augmente. Ces 
variations d’activités enzymatiques se manifestent de 30 minutes à 3-4 heures après l’ajout 
de glucose et sont probablement liées à l’activation ou la répression des gènes.  
Ainsi, suite à un apport massif de glucose, on observe une répression de la 
gluconéogénèse, de la voie oxydative et une activation de la glycolyse, privilégiant ainsi la 
dégradation fermentaire du glucose. 
 
I-E-2/ Etudes en chémostat 
 
En chémostat, le début de la production d’éthanol apparaît quand la vitesse de 
consommation de glucose dépasse une certaine valeur (3 mmol glucose.g-1dw.h-1) pour la 
souche sauvage (CENPK 122), les mutants ∆snf1, ∆snf4 et ∆mig1 (Aon et Cortassa, 1998). 
En métabolisme purement oxydatif, le rendement en biomasse est maximum pour la souche 
sauvage (71 g dw.mol-1 glucose) par rapport aux mutants ∆snf1 (53 g dw.mol-1 glucose), 
∆snf4 (67 g dw.mol-1 glucose) et ∆mig1 (63 g dw.mol-1 glucose). On observe donc des taux 
de dilution critiques différents pour la souche sauvage (Dc = 0,2 h-1), le mutant ∆snf1 (Dc = 
0,1 h-1), ∆snf4 (Dc = 0,15 h-1) et ∆mig1 (Dc = 0,17 h-1). 
L’analyse du contrôle métabolique réalisée pour ces chémostats montre que les 
principales étapes de contrôle se situent au niveau du transport, de HK (hexokinase), PFK 
(phopho-fructokinase) et du branchement au cycle de Krebs (Aon et Cortassa, 1998). Le 
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poids de chacune de ces étapes change en fonction du mutant et de l’état physiologique de 
la cellule. D’aprés le modèle d’Aon et Cortassa (1998), le flux fermentaire dépend des 
cinétiques de transport. 
 
I-E-3/ Etudes en batch 
 
Blank et Sauer (2004) ont fait varier en batch les conditions environnementales (pH, 
osmolarité, concentrations de sels et découplants) de culture de S. cerevisiae. Ils ont 
constaté que l’activité respiratoire relative du cycle TCA augmente lorsque le taux de 
croissance et/ou le taux de consommation du glucose diminue pour des concentrations en 
glucose extra-cellulaire comprises entre 1 et 5 g.L-1. Cette corrélation est indépendante des 4 
paramètres chimiques différents utilisés pour moduler le taux de croissance ; seuls des 
changements de taux de croissance induits par la température donnent une réponse moins 
prononcée du cycle TCA.  
La corrélation observée par Blank et Sauer (2004) entre le taux de croissance et/ou le 
taux de consommation du glucose et l’activité respiratoire relative du cycle TCA va à 
l’encontre des conceptions générales de la répression cataboliques du cycle TCA pour des 
batchs de S. cerevisiae réalisés en excés de glucose (Gancedo, 1998 ; Rolland et al., 2002).  
Bien que l’expression de la majorité des gènes du cycle TCA soit soumise à la 
répression du glucose à des niveaux de concentration en glucose supérieurs à 0.1 g.L-1 (Yin 
et al., 2003), Blank et Sauer (2004) ont montré que l’activité respiratoire relative du cycle 
TCA peut augmenter in vivo, même à des hautes concentrations en glucose,à condition que 
le taux de croissance ou le taux de consommation du glucose soit changé par d’autres 
paramètres environnementaux. 
2 mutants impliquants les gènes de détection du glucose (SNF3 et RGT2) ont été 
construits par Blank et Sauer (2004). Si la détection de glucose extra-cellulaire joue un rôle 
important dans la modulation du flux du cycle TCA, on peut s’attendre à ce que le flux 
n’augmente pas suite à une diminution environnementale du taux de croissance dans ces 2 
mutants ; c’est le contraire qui se produit. Ce résultat exclut donc le fait que la répression par 
le glucose du cycle TCA se fasse exclusivement par la détection des concentrations de 
glucose extra-cellulaires, comme c’est le cas pour plusieurs gènes HXT (Rolland et al., 
2002). Le déclenchement métabolique de la répression du cycle TCA doit donc être un 
signal intra-cellulaire.  
Pour savoir si le signal est plutôt lié au taux de consommation de glucose qu’au taux 
de croissance, un mutant ∆hxk2 a été construit (Blank et Sauer, 2004). Dans ce mutant, taux 
de consommation de glucose et taux de croissance sont découplés ; le flux relatif du cycle 
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TCA se corrèle mieux avec le taux de consommation de glucose qu’avec le taux de 
croissance, indiquant ainsi que le signal de répression du cycle TCA par le glucose est lié au 








L’effet Crabtree correspond à la transition respiro-fermentaire en conditions aérobies, 
c'est-à-dire à une production d’éthanol en présence d’oxygène. En aérobiose, lorsque la 
vitesse d’apport du substrat dépasse un certain seuil, la levure passe d’un métabolisme 
purement oxydatif à un métabolisme oxydo-réductif (Crabtree, 1929 ; de Deken, 1966 ; 
Fiechter et al., 1981). 
Le niveau de sensibilité est variable selon le type de levure considéré. Certaines 
levures, telles que Saccharomyces cerevisiae, sont fortement Crabtree positives et 
produisent déjà de l’éthanol au-delà de 1 g.L-1 de glucose tandis que pour d’autres, la 
synthèse d’éthanol ne commence pas avant 20 à 50 g.L-1 de glucose (Ratledge, 1991). Les 
levures pour lesquelles la respiration n’est pas réprimée par la présence de glucose sont 
dites Crabtree négatives.    
Les levures Crabtree négatives oxydent la totalité du glucose de manière oxydative. Il 
semblerait qu’une des différences entre les levures Crabtree positives et négatives se situe 
au niveau du transport du glucose (Van Urk et al., 1989 ; Fiechter et Seghezzi, 1992). Ainsi, 
en excès de glucose : 
• Les levures Crabtree positives doivent faire face à un afflux important de 
glucose dans la cellule du fait d’un transport facilité. 
• Les levures Crabtree négatives régulent l’entrée du glucose au niveau d’un 
transport de plus haute affinité par symport-H+ et contrôle ainsi le flux 
glycolytique.  
 
Chez les levures Crabtree positives, il existe deux types d’effet Crabtree : l’effet long 
terme et l’effet court terme (Pronk et al., 1996).  
L’effet long terme correspond à une fermentation alcoolique aérobie à des taux de 
croissance élevés quelque soit le mode de culture (croissance en excès ou limitation de 
sucre). Il se traduit par une production d’éthanol, une chute du rendement en biomasse et un
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quotient respiratoire supérieur à l’unité en chémostat au delà d’un certain taux de dilution 
critique (DC) ou en culture batch sur glucose.   
L’effet court terme correspond à une fermentation alcoolique aérobie instantanée 
après passage d’une limitation en glucose à un excès de glucose. Il se manifeste, en culture 
continue, par une production d’éthanol suite à un ajut pulsé de glucose effectué en régime 
permanent à des taux de dilution inférieurs au taux de dilution critique. 
 
II-B/ Hypothèse d’une capacité respiratoire limite 
 
Pour expliquer, l’apparition de l’effet Crabtree, l’hypothèse la plus répandue et 
acceptée est l’existence d’une capacité respiratoire limite (Käppeli, 1986). Ainsi, en 
chémostat, au-delà du taux de dilution critique, la cellule serait incapable de « respirer », 
c'est-à-dire de dégrader de manière purement oxydative, la totalité du glucose apporté. Au 
taux de dilution critique (DC), la levure fonctionnerait au maximum de ses possibilités 
oxydatives ; pour des valeurs supérieures à DC, l’excès de glucose serait redirigé vers la voie 
réductive et converti en éthanol (figure 6). 
 
 
Figure 6 : Capacité respiratoire limite de la levure S. cerevisiae. a représente un excès de glucose, qui 
est converti en éthanol (Sonnleitner et Käppeli, 1986). 
 
 
Cette théorie de capacité respiratoire limite est un modèle de type boîte noire et ne 
révèle pas les mécanismes mis en jeu lors du phénomène. En effet, derrière le nom de 
capacité respiratoire, se cachent toutes les voix métaboliques responsables du catabolisme 
respiratoire du pyruvate (figure 7) : 
a
Sub-critique Critique Super-critique
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9 les transports de l’acétyl-coA et du pyruvate à travers la membrane 
mitochondriale, 
9 l’enzyme pyruvate déshydrogénase, 
9 le by-pass de la pyruvate déshydrogénase, 
9 les voies anaplérotiques, 
9 le cycle de Krebs, 























Figure 7 : schéma métabolique simplifié de la levure S. cerevisiae. 
 
 
A partir de cette hypothèse, diverses études ont été menées pour identifier l’étape 
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II-C/ Chaîne respiratoire 
 
 Dans un premier temps, la chaîne respiratoire a été jugée comme étant l’étape 
limitante dans la transition respiro-fermentaire. 
 
En chémostat sur glucose limitant, la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène augmente lorsqu’on augmente le taux de dilution jusqu’à atteindre une valeur 
maximale pour  le taux de dilution critique ; ensuite la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène reste constante même lorsque le taux de dilution augmente (Barford et al., 1981).   
Rieger et al., (1983) réalisent des chémostats sur des mélanges glucose-éthanol à 
différentes proportions et constatent que le shift métabolique intervient à des taux d’autant 
plus faibles que la part d’éthanol dans l’alimentation est élevée. Avec une alimentation 
contenant 15 g.L-1 de glucose et 15 g.L-1 d’éthanol, DC = 0,23 h-1 alors que pour une 
alimentation contenant 15 g.L-1 de glucose et 5 g.L-1 d’éthanol, DC = 0,27 h-1. Ce résultat est 
dû au fait que l’éthanol étant plus réduit que le glucose, son oxydation complète demande 
plus d’oxygène que ce dernier. Cependant, le taux de croissance critique est atteint dans 
chaque cas pour une valeur identique et maximale de la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène, qO2 = 8 mmol d’O2.g-1.h-1. 
Käppeli (1986) explique ces résultats par l’existence d’un goulot d’étranglement au 
niveau de la chaîne respiratoire dans le métabolisme oxydatif. Selon cette hypothèse, la 
chaîne respiratoire ne pourrait oxyder qu’un certaine quantité de substrat, au-delà l’excès 
serait évacué vers la voie réductive conduisant à la production d’éthanol.  
 
Cette hypothèse de capacité respiratoire limite est cependant remise en cause par 
plusieurs études. Ainsi, van Urk et al. (1989) étudient la capacité respiratoire des 
mitochondries isolées de levures Crabtree positives et Crabtree négatives, en l’occurrence 
Saccharomyces cerevisiae et Candida utilis. Ils ne constatent aucune différence au niveau 
des capacités respiratoires des 2 souches et concluent que l’effet Crabtree chez S. 
cerevisiae n’est pas du à un goulot d’étranglement au niveau de la chaîne respiratoire. 
L’utilisation de propionate ou benzoate, acides faibles agissant comme découplants 
de l’énergétique cellulaire permet d’augmenter la respiration cellulaire en chémostat bien au-
delà de la valeur maximale qO2max (Postma et al., 1989 ; Verduyn et al., 1992). Un agent 
découplant est un acide faible qui possède un pKa proche du pH de la cellule. L’anion de cet 
acide faible charge des protons dans l’espace inter-membranaire et les refoule dans la 
matrice mitochondriale, dissipant ainsi le gradient de protons. Par contre, il n’interfère pas 
avec le transport des électrons. De ce fait, un agent découplant a tendance à accélérer la 
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vitesse de consommation d’oxygène. Ainsi, en présence d’agent découplant, l’ATP synthase 
est court-circuitée, les équivalents réducteurs sont toujours oxydés sans qu’il y ait production 
d’ATP. Le fait que la vitesse spécifique de consommation d’oxygène augmente fortement en 
présence de benzoate, bien au-delà de la valeur maximale qO2max semble indiquer que la 
chaîne respiratoire n’est pas l’étape limitante dans l’effet Crabtree.   
 
L’hypothèse d’un rôle limitant de la chaîne respiratoire pour expliquer l’apparition de 
l’effet Crabtree semble donc fausse. Il est alors suggéré que le goulot d’étranglement se 
situe plutôt au niveau du « nœud pyruvate ». 
 
II-D/ Implication du métabolisme du pyruvate dans l’effet Crabtree 
dans l’effet Crabtree  
 
II-D-1/ Le transport du pyruvate 
 
Le gène codant pour le transporteur mitochondrial du pyruvate a été identifié 
récemment chez S. cerevisiae ; il s’agit du gène YIL006w. Ce transporteur fait partie de la 
famille des transporteurs mitochondriaux (MCF, mitochondrial carrier family) de 41,9 kDa 
(Hildyard et Halestrap, 2003). 
  
L’α-cyano-4-hydroxycinnamate (CHC) et l’α-cyano-β-(1-phénylindol-3-yl)acrylate 
(UK5099) inhibent spécifiquement le transport du pyruvate mitochondrial en modifiant un 
groupe thiol du transporteur. Le transporteur du pyruvate mitochondrial a été identifié en 
mesurant la sensibilité à l’inhibiteur CHC de 18 mutants différents de S. cerevisiae ; il 
manquait à chacun de ces mutants un membre non identifié de la famille des transporteurs 
mitochondriaux. Seule la mitochondrie du mutant de délétion ∆YIL006w est insensible au 
CHC, inhibiteur spécifique du transport du pyruvate mitochondrial, ce qui prouve bien que le 
gène YIL006w est le seul gène codant pour le transporteur mitochondrial du pyruvate 
(Hildyard et Halestrap, 2003). 
 
YIL006w ayant été identifié en 2003, aucune surexpression ou de délétion de ce 
gène n’a été réalisée pour l’instant et donc l’effet d’une stimulation ou suppression du 
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II-D-2/ La pyruvate déshydrogénase (PDH) 
 
 L’effet Crabtree n‘étant pas dû à une limitation au niveau de la chaîne respiratoire, les 
études ont porté, ces dernières années, sur les enzymes du « nœud pyruvate ». Le « nœud 
pyruvate » correspond au carrefour métabolique entre les métabolismes oxydatif et réductif. 
 
La première cible étudiée a été la pyruvate déshydrogénase (PDH) car c’est ce 
complexe enzymatique qui alimente le cycle de Krebs en acétyl-coA. 
 
Le complexe pyruvate déshydrogénase est un complexe mitochondrial qui catalyse la 
conversion du pyruvate en acétyl-coA. Il est constitué des sous-unités suivantes : 
9 E1α : codée par le gène PDA1, spécifique du complexe (modification 
covalentielle par phosphorylation/déphosphorylation). 
9 E1β : codée par le gène PDB1, spécifique du complexe. 
9 E2 : codée par le gène LAT1, spécifique du complexe. 
9 E3 : codée par le gène LPD1, présente également dans d’autres 
complexes enzymatiques. 
9 X : codée par par le gène PDX1, elle n’as pas de fonction catalytique, 
mais probablement d’assemblage (maintenir E1 et E2 liées à E3). Elle 
est régulée par phosphorylation/déphosphorylation (James et al., 
1995). 
 
L’activité du complexe pyruvate déshydrogénase est régulée par un système 
phosphorylation/déphosphorylation. La phosphorylation s’effectue par une kinase et rend le 
complexe inactif. La déphosphorylation par une phosphatase spécifique induit sa réactivation 
en présence de Ca2+ (James et al., 1995) 
  
 Les mutants privés de l’activité pyruvate déshydrogénase (par disruption des gènes  
codant pour les sous-unités E1, E2 et X) sont capables de pousser sur glucose (Pronk et al., 
1996). Cela prouve que le by-pass de la pyruvate déshydrogénase peut satisfaire la 
demande en acétyl-coA de la cellule. Néanmoins, dans ce cas-là, le rendement en biomasse 
est plus faible car le by-pass consomme de l’ATP. La présence de la pyruvate 
déshydrogénase est donc importante pour la croissance cellulaire même si elle n’est pas 
indispensable. 
 
  Chapitre 2 : Effet Crabtree 
 27
 A ce jour, aucune étude de surexpression de l’activité pyruvate déshydrogénase n’a 
été effectuée. Nous ignorons donc l’effet d’une telle surexpression sur la transition rspiro-
fermentaire. 
 
 Une autre voie est possible pour produire de l’acétyl-coA : le by-pass de la pyruvate 
déshydrogénase.  
 
II-D-3/ Le by-pass de la pyruvate déshydrogénase 
 
Le by-pass de la pyruvate déshydrogénase s’effectue par les enzymes suivantes : 
pyruvate décarboxylase, acétaldéhyde déshydrogénase, acétyl-coA synthétase et transport 
de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie. La fonction physiologique de ce by-pass est 
la production d’équivalents réducteurs (NADH) et d’acétyl-coA dans le cytosol pour la 
synthèse de lipides et de stérols (Postma et al., 1989). 
 
A faible concentration intracellulaire en pyruvate, le pyruvate passe majoritairement 
par le complexe pyruvate déshydrogénase. Ce phénomène est dû à une différence d’affinité 
des enzymes pour le pyruvate : chez S. cerevisiae CBS 8066, Km = 0,4 mM pour la pyruvate 
déshydrogénase alors que Km = 6 mM pour la pyruvate décarboxylase (Pronk et al., 1996). 
A forte concentration intracellulaire en pyruvate, le pyruvate passe majoritairement 
par la pyruvate décarboxylase car la pyruvate déshydrogénase est saturée. En effet, la 
capacité (VM) de la pyruvate déshydrogénase est inférieure à celle de la pyruvate 
décarboxylase (Pronk et al., 1996). 
 
II-D-3-1/ La pyruvate décarboxylase (Pdcp) 
 
La pyruvate décarboxylase est une enzyme cytosolique qui catalyse la 
décarboxylation du pyruvate en acétaldéhyde et en CO2 ; c’est un tétramère composé de 4 
sous-unités identiques de 62 kDa (Pronk et al., 1996). En chémostat aérobie glucose-
limitant, l’activité de cette enzyme augmente au-delà du taux de dilution critique (Pronk et al., 
1996). 
 
Les gènes codant pour la pyruvate décarboxylase (tétramère de 248 kDa) sont 
PDC1, 2, 3, 4, 5 et 6. Les trois gènes structuraux PDC1, 5, 6 sont potentiellement capables 
chacun de coder pour une enzyme active (Flikweert et al., 1996). Il semble que l’expression 
des gènes de la pyruvate décarboxylase soit soumise à une auto-régulation puisque le gène 
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PDC5 est exprimé à un niveau plus élevé chez un mutant ∆pdc1. Bien que le gène PDC6 ait 
une homologie de séquence avec les gènes PDC1 et PDC5, la délétion du gène PDC6 
n’entraîne pas de perte énorme de l’activité pyruvate décarboxylase. Le gène PDC2 est 
nécessaire pour une pleine expression des gènes PDC1 et 5 ; la protéine codée par ce gène 
joue donc un rôle d’activateur de transcription (Pronk et al., 1996). Le rôle des gènes PDC3 
et 4 n’est pas encore clair.  
 
II-D-3-1-1/ Délétions de gènes 
 
La délétion des gènes PDC1, 5, 6 entraîne la perte complète de l’activité pyruvate 
décarboxylase. Le mutant Pdc- ainsi obtenu a un taux de croissance 3 fois plus faible que 
celui de la souche sauvage en milieu complexe sur glucose. Par contre, sa croissance sur 
éthanol n’est que peu affectée (Flikweert et al., 1996). Cependant, ce mutant Pdc- est 
incapable de pousser sur un milieu synthétique où la seule source de carbone est le glucose.  
En chémostat, la croissance du mutant Pdc- n’est possible qu’en utilisant un mélange 
de glucose et de faible quantité d’éthanol ou acétate. Les composés C2 fournis au mutant 
Pdc- servent à la synthèse des lipides et des stérols. La synthèse de ces composés se fait à 
partir de l’acétyl-coA cytosolique. Cette observation signifie que, chez le mutant Pdc-, la 
pyruvate déshydrogénase est incapable de fournir tout l’acétyl-coA nécessaire à la 
croissance, en particulier l’acétyl-coA cytosolique utilisé pour la synthèse des lipides. Le by-
pass de la pyruvate déshydrogénase est donc essentiel pour fournir l’acétyl-coA cytosolique. 
Pour le mutant Pdc-, le NADH formé par la glycolyse ne peut être régénéré par la 
fermentation alcoolique ; le métabolisme du glucose devient donc totalement dépendant de 
la respiration. Ainsi en présence d’antimycine A, inhibiteur de la respiration, la croissance du 
mutant Pdc- s’arrête (Hohmann, 1991). 
En chémostat glucose limitant (D = 0,1 h-1), suite à un pulse de glucose, le mutant 
Pdc- ne produit pas d’éthanol contrairement à la souche sauvage, le pyruvate est le seul 
métabolite excrété (Flikweert et al., 1997). Suite à un pulse de glucose, on observe une forte 
augmentation du flux glycolytique pour la souche sauvage alors que pour le mutant Pdc-, 
l’augmentation du flux glycolytique est beaucoup plus faible. Pour la même quantité de 
glucose au départ, le pulse dure 2,5 h pour la souche sauvage et 11 h pour le mutant Pdc-. Il 
semble donc que l’oxydation respiratoire du NADH cytosolique soit limitante chez le mutant 
Pdc-. Ces observations suggèrent qu’en cas de flux glycolytique élevé, la capacité de ré-
oxydation du NADH cytosolique par la respiration est tellement limitée que la fermentation 
alcoolique est requise (Flikweert et al., 1997). 
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 L’activité pyruvate décarboxylase est 3 fois plus faible en chémostat aérobie glucose 
limitant (D = 0,1 h-1) pour un mutant ∆pdc2 que pour la souche sauvage (Flikweert et al., 
1999).  
Suite à un pulse de glucose chez le mutant ∆pdc2, la formation d’éthanol et d’acétate 
est réduite de 60 à 70 % par rapport à la souche sauvage. Par contre, on note une 
production substantielle de pyruvate non observée pour la souche sauvage. Néanmoins, la 
formation globale de co-produits est 50% plus faible pour le mutant ∆pdc2 que pour la 
souche sauvage (Flikweert et al., 1999). Toujours au cours de ce pulse de glucose, la 
vitesse spécifique de consommation de glucose est 40% plus faible pour ∆pdc2 ; ce qui 
suggère que pour une activité pyruvate décarboxylase réduite, le flux glycolytique est 
contrôlé la ré-oxydation du NADH.  
Jusqu’à D = 0,2 h-1, la croissance du mutant ∆pdc2 est purement oxydative et le 
rendement  en biomasse similaire à celui de la souche sauvage. Au-delà de ce taux de 
dilution, Flikweert et al. (1999) observent un lavage. Le faible taux de croissance maximal 
(µmax) du mutant ∆pdc2 indique que la transition respiro-fermentaire n’est pas uniquement 
due à la compétition entre la respiration et la fermentation au niveau du pyruvate.  
 
II-D-3-1-2/ Surexpression de gènes 
 
Van Hoek et al. (1998) ont construit un mutant contenant un plasmide multicopie 
possédant le gène PDC1. Ce mutant a une activité Pdcp 14 fois plus importante que la 
souche sauvage en chémostat aérobie (D = 0,1 h-1). Le taux de dilution critique est plus 
faible pour ce mutant Pdc+ (0,23 h-1) que pour la souche sauvage (0,3 h-1). De plus, le 
mutant Pdc+ atteint sa vitesse spécifique maximale de consommation d’oxygène pour un 
taux de dilution pour lequel il y a déjà une production d’éthanol (D = 0,25 h-1). Au contraire, 
pour la souche sauvage, la vitesse spécifique maximale de consommation d’oxygène est 
atteinte au taux de dilution critique. Cette dernière observation semble montrer qu’une 
limitation au niveau de la chaîne respiratoire n’est pas responsable de l’apparition de la 
fermentation alcoolique pour le mutant Pdc+. Il semble plutôt qu’une surexpression de la 
Pdcp affecte la distribution au niveau du pyruvate en jouant sur la compétition entre la 
pyruvate décarboxylase et la pyruvate déshydrogénase. Néanmoins, cela ne veut pas dire 
que la compétition entre les enzymes au niveau du pyruvate soit la responsable de la 
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II-D-3-2/ L’acétaldéhyde déshydrogénase (Aldp) 
 
Il existe différents gènes codant pour l’acétaldéhyde déshydrogénase : ALD2, 3, 4, 5 
et 6 (Navarro-Avino et al., 1999). Le gène ALD6 code pour la forme cytosolique tandis que 
les gènes ALD4 et ALD5 codent pour la forme mitochondriale. Les protéines Ald2p et Ald3p 
ont été identifiées comme des acétaldéhyde déshydrogénases cytosoliques inductibles par 
le stress. Ces 2 protéines utilisent le NAD+ comme co-facteur et sont réprimés par le glucose 
(Navarro-Avino et al., 1999). Par contre, l’isoforme cytosolique majeure codée par le gène 
ALD6 utilise le NADP+ comme co-facteur (Wang et al., 1996 ; Meaden et al., 1997). 
 
Différentes études ont été menées sur ces gènes pour comprendre le rôle de 
chacune des isoformes de l’acétaldéhyde déshydrogénase. Les premières études ont porté 
sur des mutants où un seul gène a été délété. 
Pour le mutant ∆ald6, l’activité Aldp est égale à 30 à 60% de l’activité de la souche 
sauvage. Ce mutant est incapable de pousser sur éthanol comme seule source de carbone. 
Par contre, ce mutant ∆ald6 est capable de pousser sur glucose, ce qui montre que 
l’isoforme Ald6p n’est pas seule responsable de la production d’acétyl-coA cytosolique 
(Meaden et al., 1997). 
En conditions anaérobies en batch glucose, chez un mutant ∆ald6 dérivé d’une 
souche œnologique, la production d’acétate représente 40% de l’acétate produit par la 
souche sauvage. Cette diminution est associée à une redirection du flux de carbone vers la 
formation de glycérol, succinate et butanediol (Remize et al., 2000). Par contre, le fait que la 
production d’acétate ne soit pas nulle pour ce mutant implique que d’autres Aldp sont 
impliquées dans la production d’acétate.   
Pour confirmer l’hypothèse selon laquelle le niveau d’Ald6p contrôle le niveau 
d’acétate, le gène ALD6 a été sur-exprimé dans un plasmide multi-copies. On observe ainsi 
une production d’acétate plus importante pour le mutant de sur-expression ainsi obtenu (1,5 
g.L-1) que pour la souche sauvage (0,85 g.L-1). L’acétaldéhyde déshydrogénase cytosolique 
est donc une enzyme clé dans le contrôle de la formation d’acétate (Remize et al., 2000). 
La délétion du seul gène ALD4 n’a aucun effet sur la croissance et la quantité 
d’acétate formé lors d’un culture sur glucose (Remize et al., 2000 ; Teissier et al., 1998). 
Cette isoforme n’est  donc pas indispensable pour la production d’acétate.  
Le mutant ∆ald5 a une activité Aldp égale à 80% de la celle de la souche sauvage. 
En batch glucose, ce mutant produit 24% d’acétate en moins par rapport à la souche 
sauvage (Saint-Prix et al., 2004). La protéine Ald5p joue un rôle dans le métabolisme 
respiratoire. En effet, le mutant ∆ald5 possède une chaîne respiratoire mitochondriale 
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déficiente et des niveaux faibles de cytochromes ; cela suggère une implication de Ald5p 
dans la régulation ou la biosynthèse des hèmes (Kurita et Nishida, 1999).   
Les simples mutants ∆ald2 et ∆ald3 produisent la même quantité d’acétate que la 
souche sauvage, indiquant donc que les protéines Ald2p et Ald3p ne jouent aucun rôle dans 
la production d’acétate (Saint-Prix et al., 2004). 
Ainsi, en anaérobiose, seules les isoformes Ald5p et Ald6p sont impliquées dans la 
synthèse d’acétate. 
 
Ensuite, des études ont été réalisées avec des doubles mutants.  
La double délétion des gènes ALD5 et ALD6 n’affecte pas la croissance. Par rapport 
au mutant∆ald6, le double mutant ∆ald6∆ald5 produit moins d’acétate, montrant ainsi un 
effet cumulatif de chaque délétion (Saint-Prix et al., 2004).   
Le double mutant ∆ald6∆ald4 possède un retard important de croissance et de 
production d’acétate par rapport à la souche sauvage et aux simples mutants ∆ald4 et ∆ald6. 
Des niveaux faibles d’acétate sont détectés pendant la première moitié de la fermentation ; 
ensuite la production augmente pour atteindre une concentration légèrement plus faible que 
celle obtenue pour le mutant ∆ald6 (Remize et al., 2000). Cette observation indique que 
Ald4p peut partiellement remplacer l’isoforme principale, Ald6p. Ceci est confirmé par une 
activation transcriptionnelle du gène ALD4 chez le mutant ∆ald6.  
En absence de Ald6p, le réseau métabolique se réorganise pour générer l’acétyl-coA 
cytosolique nécessaire à la croissance. Ainsi, l’acétaldéhyde produit par décarboxylation à 
partir du pyruvate est transporté du cytosol vers la mitochondrie pour générer de l’acétate. 
L’acétate est alors transporté vers le cytosol puis converti en acétyl-coA (figure 8). Cette voie 
métabolique est appelée « by-pass mitochondrial de la pyruvate déshydrogénase » 
(Boubekeur et al., 1999 ; Remize et al., 2000). Ce double mutant est encore capable de 
synthétiser l’acétate, ce qui suggère la contribution d’un autre membre de la famille ALD à la 
































Figure 8 : schéma du by-pass mitochondrial et cytosolique de la pyruvate déshydrogénase. 
 
 
Le double mutant ∆ald6∆ald4 produit une quantité significative d’acétate. Ceci 
suggère que les gènes ALD restants sont suffisamment actifs pour permettre une production 
d’acétate ou bien qu’ils sont activés pour compenser la perte de Ald4p et Alp6p. Pour 
connaître quels gènes sont impliqués dans ce processus, le quadruple mutant 
∆ald2∆ald3∆ald4∆ald6 a été construit. Il a un comportement identique au double mutant 
∆ald6∆ald4, ce qui signifie que les 2 isoformes Ald2p et Ald3p ne sont pas nécessaires pour 
la synthèse d’acétate (Saint-Prix et al., 2004).  
Le triple mutant ∆ald6∆ald4∆ald5 se caractérise par une phase de latence de 40 
heures après laquelle la croissance commence. La production d’acétate n’est détectée qu’au 
bout de 80 heures. La fermentation complète du sucre dure 160 heures alors qu’elle dure 90 
heures pour la souche sauvage (Saint-Prix et al., 2004). La croissance du double mutant 
∆ald6∆ald4 et du triple mutant ∆ald6∆ald4∆ald5 est identique à celle de la souche sauvage 
sur un milieu YPD supplémenté en acétate, ce qui indique que le défaut de croissance de 
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ici la conclusion énoncée plus haut selon  laquelle Ald5p est requise pour la formation 
d’acétate. 
Enfin, un mutant où tous les gènes ont été délétés a été construit. Il ne possède plus 
aucune activité acétaldéhyde déshydrogénase. Le phénotype de ce mutant est identique à 
celui du triple mutant ∆ald6∆ald4∆ald5. Ce résultat confirme bien que les gènes ALD2 et 
ALD3 ne sont pas impliqués dans la formation d’acétate. Par contre, le fait que ce mutant 
privé de l’activité acétaldéhyde déshydrogénase soit encore capable de produire de l’acétate 
suggère qu’il existe une autre voie de synthèse de l’acétate (Saint-Prix et al., 2004). 
   
II-D-3-3/ L’acétyl-coA synthétase 
 
L’acétyl-coA synthétase est codée par 2 gènes : ACS1 et ACS2. Le gène ACS1 est 
soumis à la répression par le glucose (Kratzer et Shuller, 1995 ; Van den Berg et al., 1996). 
Ainsi, l’isoforme Acs1p est seulement présente pendant la croissance respiratoire ou respiro-
fermentaire. Par contre, l’expression du gène ACS2 est constitutive (Van den Berg et al., 
1996). Le mutant ∆acs2 est incapable de pousser sur glucose car il n’y a alors plus de 
synthèse d’acétyl-coA cytosolique (Van den Berg et de Steensma, 1995).  
 
Une souche sur-exprimant le gène ACS2 a une activité Acsp 4 à 7 fois plus forte que 
la souche sauvage suivant les phases de croissance. En anaérobiose, cette activité Acsp 
plus importante n’a aucun effet sur la production d’acétate (Remize et al., 2000). 
De Jong-Gubbels et al. (1998) ont amplifié les gènes ACS1 et ACS2, ce qui a permis 
une sur-expression de l’acétyl-coA synthétase. Malgré cette sur-expression, la production 
d’acétate reste inchangée après un pulse de glucose réalisé en chémostat aérobie. 
 
II-D-3-4/ L’étude générale du by-pass cytosolique de la pyruvate 
déshydrogénase 
 
Comme nous venons de le voir, les enzymes qui composent le by-pass de la 
pyruvate déshydrogénase ont été largement étudiées. Néanmoins, aucune amplification 
d’une enzyme seule n’a permis d’augmenter le taux de dilution critique en chémostat (Pronk 
et al., 1996). 
Cependant les études de Postma et al. (1989) autour du nœud pyruvate permettent 
de mieux comprendre la succession des évènements qui vont conduire au shift métabolique. 
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Pour la souche S. cerevisiae CBS 8066, Postma et al. (1989) distinguent trois zones 
de taux de dilution : en dessous de D = 0,3 h-1, entre D = 0,3 h-1 et D = 0,38 h-1 et au dessus 
de D = 0,38 h-1. 
En dessous d’un taux de dilution de 0,3 h-1, le glucose est complètement respiré ; la 
biomasse et le CO2 sont les seuls produits formés. Au dessus de cette valeur, l’acétate et le 
pyruvate apparaissent dans le surnageant de culture, accompagnés par des augmentations 
disproportionnelles des vitesses de consommation d’oxygène et de production de CO2. Cette 
augmentation de l’activité respiratoire est accompagnée d’une diminution du rendement en 
biomasse de  0,5 à 0,47 g de masse sèche par g de glucose. A D = 0,38 h-1, la culture atteint 
sa capacité maximale d’oxydation de 12 mmol de O2 g-1.h-1. Si on augmente encore le taux 
de dilution, la fermentation alcoolique aérobie apparaît. On note alors une production 
d’éthanol et une diminution du rendement en biomasse de 0,47 à 0,16 g de masse sèche par 
g de glucose. 
 
Chez S. cerevisiae CBS 8066, Km = 0,4 mM pour la pyruvate déshydrogénase alors 
que Km = 6 mM pour la pyruvate décarboxylase. Ainsi pour des faibles concentrations 
intracellulaires en pyruvate, le pyruvate passe majoritairement par le complexe pyruvate 
déshydrogénase. Par contre, à forte concentration intracellulaire en pyruvate, le pyruvate 
passe majoritairement par la pyruvate décarboxylase car la pyruvate déshydrogénase est 
saturée. En effet, la capacité (Vmax) de la pyruvate déshydrogénase est inférieure à celle de 
la pyruvate décarboxylase (Pronk et al., 1996). 
Le Km de l’acétaldéhyde pour l’acétaldéhyde déshydrogénase est égal à 6 µM, alors 
que son Km pour l’alcool déshydrogénase est approximativement 100 fois plus grand. Ainsi, 
une fois formé via la pyruvate décarboxylase, l’acétaldéhyde est préférentiellement oxydé en 
acétate. 
 
A partir de ces données enzymatiques, Postma et al. (1989) ont décrits les 3 
situations suivantes en chémostat glucose-limitant pour S. cerevisiae CBS 8066 : 
9 En dessous de D = 0,3 h-1, les capacités de l’acétaldéhyde déshydrogénase et de 
l’acétyl-coA synthétase sont suffisantes pour convertir l’acétaldéhyde formé par la 
pyruvate décarboxylase en acétate puis acétyl-coA. La totalité du carbone consommé 
est alors respiré. 
9 Entre D = 0,3 h-1 et D = 0,38 h-1, la capacité enzymatique de l’acétyl-coA synthétase 
est trop faible par rapport à la vitesse de production d’acétaldéhyde via la pyruvate 
décarboxylase. Ainsi, on assiste à une accumulation et une excrétion d’acétate. 
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9 A D = 0,38 h-1, les capacités des acétaldéhyde déshydrogénases et de l’acétyl-coA 
synthétase sont inférieures à l’activité in-situ calculée de la pyruvate décarboxylase, 
et l’excrétion d’éthanol devient donc une nécessité.  
 
Pour Postma et al. (1989), la transition respiro-fermentaire est due à la succession 
des évènements suivants : dans un premier temps, la pyruvate déshydrogénase est saturée 
ce qui entraîne une déviation du flux de pyruvate vers le by-pass. Ensuite, l’acétyl-coA 
synthétase est saturée ; par conséquent l’acétate commence à s’accumuler. L’acide acétique 
accumulé et non métabolisé a un effet découplant sur la respiration (reflété par une 
augmentation de qO2). Ainsi, la production maximale d’ATP (capacité maximale d’oxydation) 
par la mitochondrie est atteinte. Pour pousser plus vite, le micro-organisme doit générer de 
l’ATP supplémentaire par la voie fermentaire ; il y a alors production d’éthanol, c’est la 
bascule métabolique. 
 
Pour Postma et al. (1989), l’acétate joue un rôle crucial dans l’apparition de l’effet 
Crabtree. Ils pensaient que l’accumulation d’acétate était due à une activité insuffisante de 
l’acétyl-coA synthétase. L’amplification de cette enzyme par De Jong-Gubbels et al. (1998) 
n’a permis de limiter ni la formation d’acétate, ni l’apparition de la transition respiro-
fermentaire. L’acétyl-coA synthétase n’est donc pas l’enzyme limitante dans l’accumulation 
d’acétate et dans l’effet Crabtree. La limitation se situe donc en aval de cette enzyme, peut-
être au niveau du transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie. 
  
II-D-4/ La pyruvate carboxylase 
 
Deux gènes PYC1 et PYC2 code pour la pyruvate carboxylase. C’est une enzyme 
cytosolique (Walker et al., 1991).  
Le gène PYC1 est régulé au niveau transcriptionnel par la nature de la source 
d’azote. Ainsi, l’activité enzymatique est 2 à 5 fois plus faible lorsque la source d’azote est 
l’aspartate, l’asparagine, le glutamate ou la glutamine plutôt que l’ammonium. Au contraire, 
lorsque l’ammonium est remplacé par de l’arginine, de la méthionine, de la thréonine ou de 
la leucine, l’activité de la pyruvate carboxylase est augmentée d’un facteur 1,5 à 3 (Huet et 
al., 2000). Ces effets sont indépendants de la source de carbone. Les acides aminés qui ont 
un effet négatif sur l’activité de la pyruvate carboxylase rentrent dans le métabolisme 
directement au niveau de l’oxaloacétate. Les acides aminés qui ont un effet positif sur 
l’activité de la pyruvate carboxylase rentrent au niveau du pyruvate. 
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Chaque gène, PYC1 ou PYC2, peut permettre seul la croissance sur glucose. Par 
contre, un mutant où les 2 gènes ont été délété ne peut pas pousser sur glucose seul à 
moins que l’aspartate soit utilisé comme source d’azote (Stucka et al., 1991). La 
désamination de l’aspartate conduit à l’oxaloacétate ; on a ainsi un by-pass de la demande 
anaplérotique. 
 
Mise à part la pyruvate carboxylase, d’autres enzymes sont susceptibles d’alimenter 
le cycle de Krebs : 
• L’enzyme malique qui catalyse la décarboxylation du malate en pyruvate.  
• La PEP-carboxykinase qui catalyse la décarboxylation GTP dépendante du 
PEP en oxaloacétate. 
Néanmoins, le fait qu’un mutant privé de l’activité pyruvate carboxylase soit incapable 
de pousser sur glucose seul permet de conclure que si le cycle de Krebs n’est pas alimenté 
par la pyruvate carboxylase, il ne tourne pas. Les enzymes que nous venons de citer sont 
donc incapables de remplacer totalement la pyruvate carboxylase dans son rôle 
d’alimentation du cycle de Krebs.  
 
La surexpression de la pyruvate carboxylase ou son remplacement par une enzyme 
hétérologue ne permet pas de limiter la production d’acétate et d’éthanol suite à un pulse 
glucose en chémostat aérobie (Bauer et al., 1999). La transition respiro-fermentaire n’est 
donc pas due à une limitation au niveau des voies anaplérotiques. 
 
Dans le tableau 1, sont récapitulés les résultats de délétion et de surexpression des 
gènes codant pour les enzymes situées autour du nœud pyruvate. 
 
 




LAT1 et PDX1 
 Perte totale de l’activité Pdhp, cellules 
viables sur milieu riche glucose. 
Pyruvate 
déshydrogénase 
PDA1  Perte totale de l’activité Pdhp, 
auxotrophie à la leucine, chute du 
rendement en biomasse. 
Pyruvate 
décarboxylase 
PDC1, 5, 6  Perte totale de l’activité Pdcp, taux de 
croissance 3 fois plus faible que celui de 
la souche sauvage. 
En présence d’antimycine A, la 
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croissance est bloquée. 








PDC2  Taux de croissance 3 fois plus faible que 
celui de la souche sauvage. 
Pas de pleine expression des gènes 
PDC5 et PDC6. 
Pyruvate 
décarboxylase 
 PDC2 L’activité Pdcp est augmentée d’un 
facteur 14. 
Dc diminue de 0,30 h-1 à 0,23 h-1. 
Acétaldéhyde 
déshydrogénase 
ALD6  L’activité Aldp est égale à 30 à 60% de 
celle de la souche sauvage. 
En batch glucose anaérobie, l’acétate 




ALD5  L’activité Aldp est égale à 80% de celle 
de la souche sauvage. 
En batch glucose anaérobie, l’acétate 




ALD5, 6  Pas d’effet sur la croissance. 
En batch glucose anaérobie, l’acétate 
produit est inférieur à celui produit par un 
simple mutant ∆ald6 et ∆ald6, ce qui 




ALD4, 6  Retard important de croissance. 
Acétaldéhyde 
déshydrogénase 
 ALD6 En batch glucose anaérobie, l’acétate 
produit est 1,8 fois plus important que 
pour la souche sauvage. 
Acétyl-coA 
synthéthase 
 ASC1,2 Pas de réduction de la production 
d’acétate après un pulse de glucose en 
chémostat glucose oxydatif. 
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Pas de limitation de l’effet Crabtree. 
Pyruvate 
carboxylase 
PYC1,2  Les cellules ne peuvent pas pousser sur 
un milieu glucose où la seule source 
d’azote est l’ammoniac. 
La croissance est possible dans le cas 
où la source d’azote est l’aspartate. 
Tableau 1 : Conséquences des délétions et surexpressions des gènes codant pour les enzymes 
situées autour du nœud pyruvate. 
 
 
II-E/ Le facteur Hap4p 
 
 Pour l’instant, aucune surexpression d’une enzyme isolée n’a permis de repousser 
l’apparition de la transition respiro-fermentaire ; ceci semble indiquer que ce phénomène 
n’est pas contrôlé par une enzyme unique. Les études se sont donc orientées vers la 
manipulation de l’activité de protéines régulatrices impliquées dans le contrôle des enzymes 
clés des voies métaboliques. C’est l’expérience qui a été tentée lors de la sur-expression du 
facteur Hap4p. Cette tentative a réussi et constitue pour l’instant le seul succès dans un 
décalage du taux de dilution critique en chémostat (Blom et al., 2000). 
 
 La protéine Hap4p est une sous-unité du complexe activateur de transcription 
Hap2/3/4/5p. Ce complexe active directement ou indirectement la transcription des gènes 
codant pour les composés de la chaîne mitochondriale de transport des électrons, les 
enzymes de biosynthèse de la voie hémique et des enzymes du cycle de Krebs. Le mutant 
privé des gènes HAP2/3/4 est incapable de pousser sur des substrats non fermentescibles 
(Dang et al., 1994). 
Le complexe Hap2/3/4/5p joue un rôle important dans l’induction transcriptionnelle en 
condition de croissance non-fermentaire, mais il a un effet faible pendant la croissance 
fermentaire (Mulder et al., 1995). 
 
La surexpression du facteur transcriptionnel Hap4p lève une partie de la répression 
des composants de la chaîne respiratoire par le glucose. Par exemple, cette surexpression 
induit partiellement la transcription du gène QCR8 qui code pour une sous-unité du 
complexe oxydo-réductif ubiquinone-cytochrome C (QCR) de la chaîne respiratoire. Des 
résultats identiques sont obtenus pour d'autres gènes codant pour des composants de la 
chaîne respiratoire tels que QCR2, QCR7, CYC1 (Blom et al., 2000). 
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Lors d’une culture en batch sur glucose, le mutant hap4+ possède une vitesse 
spécifique de consommation d’oxygène 2 fois plus importante que la souche sauvage (Blom 
et al., 2000). Le métabolisme de ce mutant est plus oxydatif : 17% d'augmentation du taux 
de croissance, 39 % d’augmentation du rendement en biomasse, 15% de réduction de la 
vitesse spécifique de consommation en glucose, 25% de réduction de la vitesse spécifique 
de production d’éthanol, une multiplication par 2,2 de la production d’acétate et une 
multiplication par 2 du flux dans le cycle du citrate, une vitesse spécifique de production de 
glycérol égale à 27% de celle de la souche sauvage (Blom et al., 2000).  
La souche sauvage CENPK 113-7D a un taux de dilution critique en chémostat égal à 
0,3 h-1 et un taux de croissance maximum de 0,38 h-1. Lorsque le gène HAP4 est 
surexprimé, le taux de dilution critique augmente de 10% et passe à 0,33 h-1 ; par contre le 
taux de croissance maximum diminue et passe à 0,35 h-1.  
 
Le facteur transcriptionnel Hap4p a donc un rôle central dans le contrôle du 
métabolisme respiro-fermentaire chez Saccharomyces cerevisiae. En revanche, une 
surexpression de Hap4p en anaérobie ne change rien au niveau de la répartition des flux 
métaboliques. La surexpression de Hap4p n’a donc d’effet qu’en aérobie ; elle n’affecte pas 
les processus de fermentation alcoolique anaérobie mais uniquement la respiration (Blom et 
al., 2000). 
 
 Sur un chémostat limité par la source d'azote, lors d'un pulse glucose (50 mM) à un 
taux de dilution de 0,10 h-1, la réponse du mutant hap4+ est légèrement différente de celle de 
la souche sauvage (van Maris et al., 2001). Pour les deux souches, la production d'éthanol 
commence immédiatement mais la concentration maximale d'alcool atteinte est plus faible 
pour le mutant hap4+ est que pour la souche sauvage (50 mM contre 60 mM). 
 
Néanmoins malgré ces résultats intéressants, cette expérience conserve des 
incertitudes et ne donne pas d’explication mécanistique sur la transition respiro-fermentaire. 
Le facteur Hap4p est un facteur transcriptionnel important ; sa surexpression a touché de 
nombreuses cibles métaboliques qui sont, à l’heure actuelle, sous investigation.   
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CHAPITRE 3 : Le transport du carbone du cytosol 
vers la mitochondrie 
 
Le transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie s’effectue suivant trois voies 





























Figure 9 : Trois voies métaboliques parallèles de transport du carbone d’origine péroxisomale du 
cytosol vers la mitochondrie : la voie CAT (Cat2p, Yat1/2p, Crc1p), la voie citrate synthase (Cit2p) et la 
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III-A/ Le système L-carnitine dépendant  
 
III-A-1/ La carnitine acétyl transférase (Catp) 
 
 L’acétyl-coA ne peut pas traverser librement la membrane mitochondriale. Il doit être 
converti en acétyl-carnitine. Sous cette forme, il peut traverser la membrane mitochondriale. 
Une fois à l’intérieur de la mitochondrie, il est reconverti en acétyl-coA (figure 10). Les 
enzymes qui catalysent ces réactions sont appelées carnitine acétyl transférases (Catp). 
Plus généralement, chez S. cerevisiae, leur rôle est de transférer des groupes acyls-coA 
d’origine cytoplasmique ou péroxisomale vers la mitochondrie (Bieber, 1988). Quatre gènes 





















Figure 10 : Schéma du transport de l’acétyl-coA par la Carnitine Acétyl Transférase (CAT). 
 
 
Le gène CAT2 code pour une carnitine acétyl transférase située dans les 
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l’activité totale Catp pour des cellules cultivées sur galactose (Kispal et al., 1993) et  plus de 
95% de l’activité totale Catp pour des cellules cultivées sur oléate (van Roermund et al., 
1999).  L’activité de cette enzyme n’est pas détectée pour des cellules poussant en batch 
glucose, elle est augmentée sur glycérol ou acétate et devient très forte sur oléate (Elgersma 
et al., 1995). 
Le gène YAT1 code pour une carnitine acétyl transférase associée à la membrane 
externe de la mitochondrie et contribue à 5% de l’activité totale Catp pour des cellules 
cultivées sur acétate et éthanol (Elgersma et al., 1995). En culture batch, ce gène est induit 
par l’acétate, l’éthanol et le glycérol. Par contre, le gène YAT1 est réprimé en batch sur 
glucose et galactose (van den Berg et al., 1998). L’expression de YAT1 n’est pas affectée 
par l’oléate (Karpichev et Small, 1998).  
Le gène YAT2 code pour une carnitine acétyl transférase à priori cytosolique qui 
représente approximativement 50% de  l’activité totale Catp pour des cellules cultivées sur 
éthanol (Swiegers et al., 2001). 
Le gène CRC1 code pour une carnitine acétyl translocase située dans la membrane 
interne mitochondriale (van Roermund et al., 1999). In vitro, l’enzyme purifiée catalyse le 
transport de la carnitine, de l’acétyl-carnitine et de la propionyl-carnitine. Par contre, elle ne 
transporte pas efficacement les chaînes moyennes et longues d’esters gras de carnitine 
(Palmieri et al., 1999).  
 
Le mutant ∆cat2 n'a pas de déficit de croissance sur acide oléique ou sur glucose, ce 
qui prouve que cette enzyme n’est pas indispensable à la croissance de S. cerevisiae. Il 
existe donc d’autres systèmes de transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie 
(Van Roermund et al., 1995).  
 
III-A-2/ La protéine Agp2p 
 
Le gène AGP2 code pour une protéine qui permet le transport de la L-carnitine à 
travers la membrane plasmique. La protéine Agp2p est localisée dans la membrane 
plasmique et dans le réticulum endoplasmique (Van Roermund et al., 1999). Le gène AGP2 
possède l’ORE sur son promoteur. Il est réprimé sur glucose, déréprimé par le glycérol et 
induit par l’oléate comme les enzymes de β,oxydation. Ceci semble indiqué que le transport 
de la L,carnitine est lié à l’oxydation des acides gras. 
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Le transport de la L,carnitine est maximal à pH = 5 ce qui suggère que Agp2p 
fonctionne comme un carnitine-H+ symport. Le transport de la L,carnitine par Agp2p est 
inhibée par la D,carnitine et l’acétyl-carnitine.  
Pour connaître le rôle de la protéine Agp2p, Van Roermund et al. (1999) ont cultivé la 
souche sauvage, le mutant ∆cit2 (le gène CIT2 code pour la citrate synthase), le mutant 
∆agp2 et le double mutant ∆cit2∆agp2 sur un milieu contenant de la L-carnitine et ont ensuite 
mesuré les niveaux de L-carnitine intracellulaire (la mesure de la concentration en L,carnitine 
se fait à l’aide d’un électrospray combiné à un spectromètre de masse). Une très forte baisse 
de la concentration intracellulaire en L-carnitine est observée pour le mutant ∆agp2 et le 
double mutant ∆cit2∆agp2. La protéine Agp2p est donc requise dans le transport de la 
L,carnitine contenue dans le milieu. Ce résultat montre également que la souche sauvage 
BJ1991 utilisée par Van Roermund et al. (1999) est incapable de synthétiser la L,carnitine. 
L’incubation des cellules à haute concentration de L,carnitine (0,5 mM) peut également 
restaurer l’oxydation défaillante de l’oléate pour le double mutant ∆cit2∆agp2.  
 
Sur milieu minimum, la croissance d’un mutant ∆cit2 n’est possible qu’après l’ajout de 
20 µM de L,carnitine (Van Roermund et al., 1999). De plus, le mutant ∆cit2 ne peut pousser 
sur oléate, éthanol, acétate et glycérol qu’en présence de L-carnitine apportée par le milieu 
et des 3 gènes CAT2, YAT1 et YAT2 qui codent pour l’activité carnitine acétyl transférase 
(Swiegers et al., 2001). Ainsi, lorsque la voie métabolique alternative pour le transport de 
l’acétyl-coA est neutralisée, le système Catp ne fonctionne qu’en présence de L-carnitine 
exogène. Ce résultat montre l’impossibilité de synthèse de novo de L,carnitine. Dans la 
souche sauvage, il semble donc que sur milieu minimum sans L-carnitine, le système Catp 
bien que présent soit inactif. 
 
III-B/ Le système citrate synthase 
 
Le gène CIT2 code pour la citrate synthase II exclusivement péroxisomale et 
fonctionne dans le cycle du glyoxylate (Lewin et al., 1990). Cependant, certaines études ont 
également localisé cette enzyme dans la mitochondrie (Lee et al., 2000 ; Sickmann et al., 
2003). Le promoteur du gène CIT2 contient l’élément consensus de réponse à l’oléate ORE 
(Geraghty et al., 1999). L’expression de ce gène est induite par l’acide oléique (Chelstowska 
et al., 1995). 
 
La protéine Cit2p pourrait être impliquée dans un chemin alternatif augmentant la 
présence d’intermédiaires des cycles du glyoxylate et de Krebs pour des cellules ayant des 
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déficiences respiratoires ; en particulier, pour ces cellules où le cycle du citrate ne fonctionne 
pas (Epstein et al., 2001). Les gènes CRC1 (codant pour la carnitine acétyl-translocase) et 
AGP2 (codant pour le transporteur de la L,carnitine situé dans la membrane plasmique) sont 
également activés lorsque la respiration est déficiente. On note de plus une prolifération des 
péroxisomes pour des cellules ayant une déficience respiratoire.  
 
Le mutant ∆cit2 ne peut pousser sur oléate, éthanol, acétate et glycérol qu’en 
présence de L,carnitine exogène et des 3 gènes CAT2, YAT1, YAT2 qui codent pour 
l’activité carnitine acétyl transférase (Swiegers et al., 2001). De plus, ce mutant ne produit 
pas de péroxisomes stables (Lewin et al., 1990). Par contre, ce mutant n'a de déficit de 
croissance sur glucose, en présence ou absence de L,carnitine. 
Les doubles mutants ∆cat2∆cit2, ∆yat1∆cit2, ∆yat2∆cit2 et ∆crc1∆cit2 ne peuvent pas 
pousser sur oléate car le transport des produits de la β-oxydation du péroxisome est bloqué. 
Au contraire, la croissance sur une source de carbone fermentescible, en particulier sur 
glucose, n'est pas affectée pour de tels mutants (Swiegers et al., 2001). 
Par contre, il n'y a pas de déficit de croissance sur acide oléique pour une souche à 
qui il manque soit le gène CIT2, soit le gène CAT2. Ceci montre que les 2 systèmes 
d'utilisation des acétyl-coA produits dans le péroxisome (système Catp et cycle du 
glyoxylate) fonctionnent en parallèle (Van Roermund et al., 1995).  
 
Le gène CIT1 code pour la forme mitochondriale de la citrate synthase. Le mutant 
∆cit1 a une croissance aérobie réduite sur glucose et pousse très faiblement sur les 
substrats non fermentescibles (Przybyla-Zawislak et al., 1999). On constate qu’en plus d’une 
activité citrate déficiente, le mutant ∆cit1 a également des activités alpha-kétoglutarate 
déshydrogénase et pyruvate déshydrogénase défficientes (Kispal et al., 1989). Par contre, 
les autres enzymes du cycle de Krebs ne sont pas affectées. Ainsi, on constate des niveaux 
réduits des intermédiaires du cycle de Krebs (Kispal et al., 1989). Le mutant ∆cit1 a un 
niveau élevé d’ARNm du gène CIT3 qui code pour la forme mineure de la citrate synthase 
mitochondriale (Jia et al., 1997). De plus, la sur-expression du gène CIT2 chez le mutant 
∆cit1 permet de restaurer une croissance normale sur acétate comme seule source de 
carbone (Kispal et al., 1989). 
 
Les doubles mutants ∆cit1∆cit2, ∆cit1∆cit3 et ∆cit2∆cit3 ont une concentration en 
citrate 2 fois plus faible par rapport à la souche sauvage et aux simples mutants 
correspondants. Le triple mutant ∆cit1∆cit2∆cit3 a le même niveau que les doubles mutants 
(Anoop et al., 2003). 
                                                                        Chapitre 3 : Le transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie 
 45
III-C/ Les protéines Leu4/9p 
 
Le gène LEU4 code pour l’α-isopropylmalate synthase. La réaction enzymatique 
catalysée par cette protéine constitue la première étape dans la voie métabolique de la 
biosynthèse de la leucine. La protéine Leu4p est mitochondriale et cytoplasmique (Huh et al., 
2003).  
Le mutant ∆leu4 a une activité α-isopropylmalate synthase égale à 20% de celle de la 
souche sauvage. Sa croissance n’est pas perturbée sur glucose en absence de leucine. Par 
contre, la croissance est réduite sur des sources de carbone non-fermentescibles en 
absence de leucine (Casalone et al., 2000).  
 
Chez un mutant ∆leu4, l’activité α-isopropylmalate synthase résiduelle est codée par 
le gène LEU9. Ce gène code pour l’α-isopropylmalate synthase II qui est située dans la 
matrice mitochondriale (Casalone et al., 2000). 
Le mutant ∆leu9 a une activité α-isopropylmalate synthase égale à 80% de celle de la 
souche sauvage. Sa croissance pousse normalement sur glucose en absence ou en 
présence de leucine. La croissance de ce mutant n’est pas perturbée sur des sources de 
carbone non-fermentescibles (Casalone et al., 2000).  
 
Le double mutant ∆leu4∆leu9 n’a aucune activité α-isopropylmalate synthase ; il est 
auxotrophe à la leucine. Ce mutant est incapable de pousser sur glucose ou sur une source 




CHAPITRE 4 : Le métabolisme de S. cerevisiae sur 
oléate pur 
 
La levure peut pousser sur un milieu où la seule source de carbone est l’oléate 
(Trotter, 2001). 
L’acide oléique, comme tous les autres acides gras, est entièrement dégradé dans 
les péroxisomes (Trotter, 2001). D’ailleurs le transfert de S. cerevisiae d’un milieu contenant 
du glucose à un milieu contenant de l’acide oléique comme seule source de carbone est 
accompagné d’une prolifération des péroxisomes et d’une augmentation de l’activité des 
enzymes de β-oxydation (Veenhuis et al., 1987). 
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IV-A/ Transport et activation des acides gras 
 
Le mécanisme de transport des acides gras extracellulaires à travers la membrane 
plasmique est sujet à débat. Deux mécanismes sont possibles : diffusion et transport facilité 
(Hamilton, 1998 ; Berk et Stump, 1999). Chez des levures qui utilisent les acides gras 
comme seule source de carbone, telles que Saccharomyces uvarum et Yarrowia lipolytica, 
en dessous d’un concentration de 10 µM, la présence d’un transporteur est requise ; au 
contraire, au-delà de cette valeur, les acides gras diffusent librement (Fickers et al., 2005). 
   
La cérulénine est un inhibiteur de la synthèse des acides gras. Ainsi, en présence de 
cérulénine dans le milieu, la souche sauvage de S. cerevisiae pousse uniquement lorsqu’on 
ajoute des acides gras. Un mutant auquel il manque le gène FAT1 a des difficultés à pousser 
en présence de cérulénine, même s’il y a des acides gras dans le milieu. Pourtant, on ne 
constate pas de différences au niveau des activités acyl-coA synthéthases. La fonction de 
transporteur d’acide gras a donc été proposée pour la protéine Fat1p (Faergeman et al., 
1997 ; Schaffer et Lodish, 1994).  
Des études plus récentes montrent que le défaut de croissance du mutant ∆fat1 est 
plutôt du à un défaut dans le métabolisme des acides gras. En effet, des expériences de 
localisation cellulaire suggèrent que la protéine Fat1p est associée aux membranes du 
réticulum endoplasmique et des péroxisomes, plutôt qu’à la membrane plasmique (Choi et 
Martin, 1999). La séquence du gène FAT1 possède une forte homologie avec une 
synthétase d’acyl-coA à très longue chaîne (very long-chain acyl-coA synthetase, VLCS) du 
rat. Une accumulation significative d’acides gras de plus de 22 carbones et une activité 
VLCS fortement réduite est observée pour des mutants ∆fat1 (Choi et Martin, 1999, Watkins 
et al., 1998). De plus, l’expression hétérologue du gène FAT1 indique que la Fat1p est une 
enzyme VLCS (Choi et Martin, 1999). Il semble donc que la protéine Fat1p soit impliquée 
dans la maintenance de l’homéostasie des longues chaînes d’acides gras et n’est donc 
qu’indirectement affectée à l’utilisation des acides gras exogènes. 
5 autres gènes (FAA1-4 et FAT2) codant pour des protéines ayant des homologies 
avec des acyl-coA synthétases ont été décrits chez S. cerevisiae (Choi et Martin, 1999). Les 
gènes FAA1 et FAA4 codent pour des acyl-coA synthétases requises pour l’activation 
d’acides gras exogènes importés (Duronio et al., 1992 ; Knoll et al., 1995). Les protéines 
Faap1 et Faap4 greffent des groupes coA sur des acides gras ; elles représentent 99% du 
total de l’activité d’activation des acides gras de type 14:0 et 16:0 chez S. cerevisiae. Quand 
la synthèse endogène des acides gras est bloquée, la présence d’une des 2 protéines est 
nécessaire pour la croissance sur un milieu contenant des acides gras exogènes (Knoll et 
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al., 1995). Les doubles mutants ∆ faa1∆faa4 sont déficients dans l’activation mais pas dans 
le transport des acides gras libres (Knoll et al., 1995). La délétion des gènes FAA2 et FAA3 
n’a aucun effet sur la capacité des cellules à utiliser les acides gras exogènes, ce qui indique 
que ces gènes codent pour des acyl-coA synthétases qui utilisent uniquement des acides 
gras synthétisés à l’intérieur de la cellule (Johnson et al., 1994). La protéine Faa2p peut 
utiliser un grand nombre d’acides gras mais son activité maximum est atteinte pour des 
acides gras entre 9 et 13 carbones. Cette enzyme est localisée dans la membrane 
péroxisomale et correspond à l’activité résiduelle VLCS des mutants ∆ fat1 (Choi et Martin, 
1999). L’enzyme Faa3p présente une activité plus faible que Faa2p ; son activité est 
maximale pour les acides gras à très longues chaînes (Knoll et al., 1994). La protéine Fat2p 
est localisée dans la matrice péroxisomale mais n’est pas nécessaire à la croissance sur 
acide oléique (Blobel et Erdmann, 1996). Les rôles cellulaires des protéines Faa3p et Fat2p 
restent incertains. 
   
IV-B/ Les pools cytoplasmiques 
 
S. cerevisiae exprime au moins une protéine qui se fixe aux acyl-coAs qui est codée 
par le gène ACB1 (Rose et al., 1992). La délétion du gène ACB1 provoque une hausse de 
1,5 à 2,5 fois du niveau d’acyl-coA cellulaire, principalement à cause d’une accumulation 7 
fois plus forte des stréaoryl-coA nouvellement constitués, sans affecter la composition 
globale en acide gras de la cellule (Schjerling et al., 1996). Il semble donc que la protéine 
Acb1p soit impliquée dans la gestion du pool d’acyl-coA. Néanmoins, la délétion de ce gène 
n’affecte ni la survie de la cellule, ni la composition de la membrane en acide gras, il existe 
donc probablement d’autres mécanismes de régulation des acyl-coA (Schjerling et al., 1996). 
IV-C/ L’importation péroxisomale 
 
Pour importer les acides gras dans le péroxisome, il y a 2 voies distinctes (Hettema et 
al., 1996). La première voie concerne les acides gras à longue chaîne : les acyl-coAs à 
longue chaîne sont formés dans le cytosol et entrent dans le péroxisome via les 
transporteurs Pxa1p et Pxa2p ; les acides gras à chaîne moyenne (tel que le laurate 12:0) 
atteignent d’abord le lumen péroxisomal grâce au transporteur Pex11p et ils sont ensuite 
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IV-D/ L’oxydation des acides gras  et le transport du carbone à 
l’extérieur du péroxisome 
 
Au contraire des cellules de mammifères, la dégradation des acides gras se fait 
exclusivement dans les péroxisomes par un système enzymatique multifonctionnel (Kunau et 
al., 1995). Le produit final de la β-oxydation des acides gras chez la levure est l’acétyl-coA. 
L’acétyl-coA péroxisomal est ensuite exporté vers la mitochondrie pour être utilisé dans le 
cycle de Krebs. 2 voies métaboliques sont possibles pour exporter l’acétyl-coA hors du 
péroxisome (van Roermund et al., 1999) : 
9 La première voie métabolique implique une conversion péroxisomale de 
l’acétyl-coA en intermédiaires du cycle du glyoxylate. Ces intermédiaires sont 
ensuite transportés vers la mitochondrie. 
9 La seconde voie métabolique implique une conversion péroxisomale de 
l’acétyl-coA en acétyl-carnitine. L’acétyl-carnitine est ensuite transporté vers la 
mitochondrie. 
Au moins une de ces voies doit être active pour permettre l’oxydation des acides gras 
dans les péroxisomes de la levure (Van Roermund et al., 1995). 
 
Dans la première voie métabolique, l’acétyl-coA entre dans le cycle péroxisomal du 
glyoxylate (dont une des enzymes principales est Cit2p, citrate synthase) pour produire du 
succinate qui est ensuite transporté vers la mitochondrie, probablement via le transporteur 
Acr1p (Palmieri et al., 1997). Il semble que les intermédiaires de cette voie métabolique tels 
que le citrate puissent aussi être exportés vers la mitochondrie (Van Roermund et al., 1995).  
La protéine Acr1p située dans la membrane mitochondriale est capable de 
transporter le succinate et le fumarate (Sickmann et al., 2003). Elle fait partie de la famille 
des transporteurs mitochondriaux (mitochondrial carrier family, MCF). Le transporteur Acr1p 
connecte la production de succinate par le cycle du glyoxylate dans le péroxisome avec le 
cycle de Krebs et la chaîne respiratoire (Palmieri et al., 2000). Le mutant ∆acr1p est 
incapable de pousser sur éthanol ou acétate comme seule source de carbone (Fernandez et 
al., 1994). Il semble que le carbone puisse également quitter le péroxisome sous forme de 
citrate ; il est alors transporté vers la mitochondrie par le tr ansporteur Ctp1p. In vitro, cette 
protéine transporte le citrate, l’isocitrate, le phosphoenolpyruvate, l’α-kétoglutarate, le 
succinate le pyruvate et l’ADP (Xu et al., 2000). Ce transporteur mitochondrial fait partie de 
la famille des transporteurs mitochondriaux (mitochondrial carrier family, MCF).      
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Dans la seconde voie métabolique, l’acétyl-coA est converti à l’intérieur du 
péroxisome en acétyl-carnitine par l’enzyme Cat2p qui est une carnitine acétyl transférase. 
L’acétyl-carnitine quitte alors le péroxisome et il est transporté jusqu’à la mitochondrie 
(Kispal et al., 1993). 
 
Ces 2 voies métaboliques impliquées dans le transport des unités acétyls des 
péroxisomes vers la mitochondrie fonctionnent en parallèle. En effet, il n'y a pas de déficit de 
croissance sur acide oléique pour une souche à qui il manque soit le gène CIT2 (citrate 
synthase), soit le gène CAT2 (carnitine acétyl transférase). Par contre, le double mutant 
∆cat2∆cit2 ne peut pas pousser sur oléate car le transport des produits de la β-oxydation du 
péroxisome est bloqué (Van Roermund et al., 1995). 
 
IV-E/ L’induction des gènes par les acides gras 
 
Lorsque la levure est cultivée sur oléate comme seule source de carbone, de 
nombreux gènes sont exprimés. La plupart de ces gènes codent pour des protéines 
impliquées dans la dégradation et le transport des acides gras ; mais on observe également 
l’expression de gènes non impliquées dans ces processus. Au total, les niveaux 
d’expressions d’une centaine de gènes (2 % du génome) sont significativement différents 
pour des cellules cultivées sur glucose ou oléate comme source unique de carbone (Kal et 
al., 1999). 
Pour les levures cultivées uniquement sur oléate, le taux de transcrits correspondant 
aux enzymes de β-oxydation et des enzymes présentes dans les peroxisomes est élevé 
alors que la transcription de la plupart des gènes codant pour ces protéines est réprimée par 
le glucose (Trotter, 2001). Cette sur-expression est toute à fait logique car les péroxisomes 
sont le lieu de catabolisme des acides gras. De la même façon, la quantité de transcrits 
codant pour des protéines mitochondriales ainsi que pour les protéines de transport à travers 
les membranes mitochondriales et péroxisomales est plus importante pour des cellules 
cultivées sur oléate seul. A noter que certaines protéines de stress et de réponse au choc 
thermique sont aussi induites sur oléate (Kal et al., 1999). 
  
Les produits finaux de la β-oxydation des acides gras sont le NADH et l’acétyl-coA qui 
sont générés à l’intérieur des péroxisomes. Etant donné que les péroxisomes sont 
imperméables aux petites molécules, le NADH et l’acétyl-coA doivent être pris en charge 
pour être exportés vers le cytoplasme et la mitochondrie pour la génération d’ATP et la 
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biosynthèse de macro-molécules. Ainsi, les enzymes codant pour ces transports ont des 
taux de transcrits plus importants sur oléate que sur glucose (Kal et al., 1999).  
Le transport de l’acétyl CoA des peroxisomes vers la mitochondrie se fait suivant 2 
voies parallèles. Dans le premier cas, l’acétyl-coA est converti en acétyl-carnitine et transféré 
vers la mitochondrie par la carnitine acétyl transférase Cat2p. Dans le second cas, l’acétyl-
coA est transformé en citrate ou succinate par le cycle du glyoxylate et transporté sous cette 
forme vers la mitochondrie. Ainsi, les 2 enzymes spécifiques du cycle du glyoxylate : 
l’isocitrate lyase et la malate synthase sont induites en présence d’oléate alors que sur 
glucose le cycle du glyoxylate n’est pas fonctionnel car le glucose exerce une répression 
catabolique sur les gènes codant pour ces 2 enzymes (Trotter, 2001). 
 
Les travaux de Myers et al. (1983) ont montré que, chez S. cerevisiae, la pyruvate 
carboxylase est activée par un large éventail d’acyl-coA de 2 à 20 carbones (dont l’acétyl-
coA). L’effet activateur est proportionnel à la longueur de la chaîne carbonée mais en 
présence d’acétyl-coA, l’activité de cette enzyme peut être jusqu’à 2,5 fois plus importante. 
L’acétyl-coA est également un inhibiteur de la pyruvate déshydrogénase. Ainsi, il semble que 
lorsque l’acétyl-coA est présent en quantité importante dans la cellule, les flux d’entrée dans 
le cycle de Krebs au niveau de l’acétyl-coA et de l’oxaloacétate soient régulés et maintenus 
dans des intensités équivalentes pour que le cycle de Krebs fonctionne correctement. 
 
IV-F/ L’Oleate Response Element (ORE) 
 
Les promoteurs de nombreux gènes codant pour des protéines péroxisomales 
contiennent une séquence activatrice appelée Element de Réponse à l’Oléate (ORE). La 
transcription de ces gènes est stimulée par l’oléate. La séquence consensus de l’ORE est 
CGG-N15-18-CCG ou CGGNNNTNA-N9-12-CCG. L’activation de la transcription via l’ORE se 
fait via la fixation d’un complexe dimérique (Einerhand et al., 1993). Les gènes codants pour 
ces 2 protéines ont été identifiés : PIP2 (ou OAF2) et OAF1. Les mutants ∆pip2 et ∆oaf1 sont 
incapables de pousser sur oléate et d’induire la biogenèse des péroxisomes. La régulation 
se passe selon le modèle suivant (Baumgartner et al., 1999) : en absence d’oléate et 
glucose, Pip2p est inhibée lors de son intéraction avec Oaf1p inactive. En présence d’oléate, 
Oaf1p est active et le complexe Oaf1p/Pip2p se fixe sur l’ORE et active la transcription. 
Quand le glucose est rajouté, l’activité de Oaf1p et Pip2p est réprimée directement. Jusqu’à 
présent, la nature précise de la molécule qui permet l’activation du complexe Oaf1p/Pip2p  
par l’oléate et sa répression par le glucose reste inconnue. 
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Le tableau 2 suivant présente un liste des gènes codant pour des protéines 
péroxisomales induites lors d’une culture sur oléate comme seule source de carbone ; tous 




 • Avec Tsa1p et Ctt1p, la protéine Cta1p dégrade le péroxyde d’hydrogène 
issu de la ß-oxydation des acides gras. 
• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE et la transcription est induite par les protéines 
régulatrices Oaf1p et Pip2p (Karpichev et Small, 1998). 
ANT1 Transporteur d’ATP 
 • La protéine Ant1p est impliquée dans le transport de l’ATP. Dans les 
péroxisomes, cette enzyme est requise pour la ß-oxydation des acides 
gras. 
• Localisation : péroxisome et mitochondrie. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE et la transcription est induite par les protéines 
régulatrices Oaf1p et Pip2p (Rottensteiner et al., 2002). 
POX1 Acyl-coA oxydase 
 • Cette enzyme catalyse l’oxydation des acyl-coA. C’est l’enzyme limitante 
dans la ß-oxydation peroxisomale. 
• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE et la transcription est induite par les protéines 
régulatrices Oaf1p et Pip2p (Gurvitz et al., 2001). 
DCI1 Les protéines codées par ces gènes sont toutes impliquées dans la ß-oxydation 




• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE. 
FAT2 Transporteur d’acides gras 
 • Cette protéine est impliquée dans le transport des acides gras dans le 
péroxisome. 
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• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate mais non requis pour la croissance sur oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE. 
IDP3 Isocitrate déshydrogénase 
 • La protéine Idp3p est impliquée dans la régénération du NADPH requis 
pour la dégradation péroxisomale des acides gras insaturés. 
• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE et la transcription est induite par le complexe 
Oaf1p/Pip2p. 
 
MDH3 Malate déshydrogénase 
 • La protéine est requise pour le transport des produits finaux de la ß-
oxydation à travers la membrane péroxisomale. 
• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE. 
PEX5 
PEX6 
Protéines impliquées dans le métabolisme péroxisomal et la biogenèse des 





• Localisation : péroxisome. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE. 
CIT2 Citrate synthase (péroxisomale) 
 • La protéine Cit2p fait partie du cycle du glyoxylate dans le péroxisome. Elle 
catalyse la reaction suivante : acétyl-coA + oxaloacetate Æ citrate + coA. 
Le citrate produit peut entrer dans le cycle du citrate mitochondrial. 
• Localisation : péroxisome. 
• Induit par le complexe HAP et le complexe RTG, réprimé par le glucose. 
• Le promoteur contient l’ORE mais est dépendant de la rétro-régulation des 
enzymes Rtg1p et Rtg3p pour être induit par l’oléate. 
Tableau 2 : Caractéristiques des gènes péroxisomaux dont le promoteur contient l’oleic response 
element (ORE) et qui sont induits par l’oléate. 
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D’autres gènes impliqués dans la biosynthèse des acides gras sont réprimés en 
présence d’oléate. Il s’agit des gènes suivants : FAT1, FAA1, FAA4, FAA2, FAA3, ECI1,  
ELO2, ELO3, ACC1, FAS1, FAS2 et OLE1 (Trotter, 2001). La protéine Fat1p est un 
transporteur d’acide gras. Les genes FAA1-4 codent pour des acyl-coA synthases qui 
activent les acides gras. Les protéines Faa1p et Faa4p sont responsables de l’activation des 
acides gras importés de l’extérieur alors que Faa2p et Faa3p sont responsables de 
l’activation des acides gras synthétisés à l’intérieur de la cellule. Le gène ECI1 code pour 
une énoyl-coA isomérase qui fait partie de la ß-oxydation. Les gènes ELO2 et ELO3 codent 
pour des protéines impliquées dans l’élongation des acides gras pour produire des acides 
gras à très longues (VLFA : very long fatty acids). Les gènes ACC1, FAS1 et FAS2 sont tous 
impliqués dans la biosynthèse des acides gras. S. cerevisiae peut produire uniquement des 
acides gras mono-insaturés contenant des doubles liaisons ∆9 tels que l’acide palmitoléique 
(16:1) et l’acide oléique (18:1). La ∆9 désaturase qui produit ces acides gras dans le 
réticulum endoplasmique est codée par le gène OLE1. 
 
D’autres gènes n’appartenant pas à la famille des protéines péroxisomales sont 
également induits par l’oléate (tableau 3).  
 
 
CIT1 Citrate synthase (mitochondriale) 
 • La protéine Cit1p code pour la citrate synthase mitochondriale. Elle 
catalyse la reaction suivante : acétyl-coA + oxaloacétate Æ citrate + coA. 
• Localisation : matrice mitochondriale. 
• Induit par le complexe HAP et le complexe RTG, réprimé par le glucose. 
• Le promoteur contient l’ORE mais l’expression de ce gene n’est pas 
activée par le complexe Oaf1p/Pip2p bien que la transcription soit induite 
par l’oléate (Karpichev et Small, 1998). 
CAT2 Carnitine acétyl tranférase 
 • La protéine Cat2p catalyse la réaction : acétyl-coA + carnitine Æ coA + 
acetyl-carnitine ; elle catalyse également la réaction inverse. 
• Localisation : mitochondrie et péroxisome. 
• Induit par l’oléate et réprimé par le glucose. 
• Le promoteur contient l’ORE. 
CRC1 Carnitine translocase 
 • Cette enzyme catalyse le transport de la carnitine, de l’acétyl-carnitine et 
de la propionyl-carnitine à travers la membrane mitochondriale. 
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• Localisation : membrane mitochondriale. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE et la transcription est induite par le complexe 
Oaf1p/Pip2p (Karpichev et Small, 1998). 
AGP2 Transporteur de carnitine situé dans la membrane plasmique 
 • Cette protéine est responsable du transport de L-carnitine du milieu 
extérieur ver l’intérieur de la cellule. 
• Localisation : membrane plasmique. 
• Induit par l’oléate. 
• Le promoteur contient l’ORE. 
OAF1 Facteurs transcriptionnels 
PIP2 • Oaf1p et pip2p sont des facteurs transcriptionnels requis pour l’induction 
par l’oléate des gènes qui ont l’ORE par l’oléate. Ces 2 protéines forment 
un hétéro-dimère qui se fixent sur l’ORE. 
• Localisation : cytoplasme et noyau. 
• Le dimère Oaf1p/Pip2p est activé par l’oléate. L’expression du gene PIP2 
est induit par l’oléate et réprimé par le glucose (Rottensteiner et al., 1997). 
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Matériels et méthodes 
 
CHAPITRE 1 : Souches et milieux de fermentation 
 
Au cours de nos travaux, nous avons utilisé la souche de levure Saccharomyces 
cerevisiae CENPK 113-7D qui sera notre souche sauvage. La composition élémentaire de la 
biomasse prise en compte pour le calcul des bilans est C H1,748 O0,596 N0,148 avec une masse 
molaire de 26,4 g.Cmol-1, elle est issue de la littérature (Lange et Heijnen, 2001).  
Nous avons également utilisé une souche CENPK qui sur-exprime le gène CIT2. La 
construction de ce mutant sera décrite plus tard dans un chapitre intitulé « biologie 
moléculaire ». 
 
Le milieu de fermentation utilisé est le milieu CFM (Verduyn et al., 1992), il est obtenu en 
mélangeant les solutions suivantes. 
 
Solution (1) : sels principaux 
Pour 1 L :  - Ammonium sulfate : 12 g 
   - Potassium dihydrogénophosphate : 6 g 
- Magnésium sulfate : 1 g 
       
Solution (2) : D-glucose à 500 g.L-1 
 
Solution (3) : oligo-éléments 
Pour 100 mL :  - EDTA : 1,5 g 
   - Zinc sulfate : 0,45 g 
   - Manganèse chlorure : 0,1 g 
   - Cobalt chlorure : 0,03 g 
   - Cuivre sulfate : 0,03 g 
   - Molybdène di-sodique : 0,4 g 
   - Calcium chlorure : 0,45 g 
   - Fer II sulfate : 0,3 g 
   - Acide borique : 0,1 g 
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Solution (4) : vitamines 
Pour 100 mL :  - D-biotine : 100 mg 
   - D,L acide pantothénique : 100 mg 
   - Acide nicotinique : 100 mg 
   - Myo-Inositol : 250 mg 
   - Thiamine : 100 mg 
   - Pyrodoxine : 100 mg 
   - Acide p-aminobenzoïque : 20 mg 
 
 Pour ajuster le volume de chaque solution, on utilise de l’eau distillée. Les solutions (1) et 
(2) sont stérilisées à l’autoclave (120°C, 20 minutes) tandis que les solutions (3) et (4) sont 
filtrées avec des filtres stériles Minisart 0,2 µm (Sartorius®). Les solutions (3) et (4) sont 
conservées à l’obscurité et à 4°C. La solution (1) est ajustée à un pH égal à 5 par ajout d’acide 
chlorhydrique ; la solution (4) est ajustée à un pH égal à 6,5. 
 
Pour obtenir un milieu CFM à 40 g.L-1 de glucose, on ajoute 920 mL de solution (1), 80 




CHAPITRE 2 : Etude de S. cerevisiae en culture 
continue 
 
Pour cette expérience, nous avons réalisé une culture continue dans un fermenteur 
contenant 1,5 L de milieu liquide. 
Dans un premier temps, la souche est relancée à partir d’un milieu solide dans un tube à 
essai contenant 5 mL de milieu CFM. Les 5 mL sont mis à incubés à 30°C, 60 RPM. Dix heures 
plus tard, ces 5 mL sont introduits dans une fiole d’erlenmeyer bafflée contenant 150 mL de 
milieu CFM qui est mise à incuber à 30°C, 60 RPM. Enfin, dix heures plus tard, nous 
ensemençons avec cette prés-culture le réacteur contenant 1,35 L de milieu CFM, ce qui 
correspond à un ensemencement à 10 % (v/v). Le réacteur que nous utilisons est un B. Braun 
Biotech International® piloté par le logiciel MFCS/win 2.0. Ce réacteur est régulé en 
température à 30°C grâce à une double enveloppe, maintenu à un pH égal à 5 par ajout
         Chapitre 2 : Etudes de S. cerevisiae en culture continue 
 57
d’hydroxyde de sodium. L’agitation est fixée à 1000 RPM et le débit d’air à 72 nL.h-1. Le réacteur 
est en sur-pression à 1,3 Bars. Ce réacteur est également équipé d’un condenseur qui permet 
de condenser les gaz qui s’échappent du fermenteur. 
 La culture en chémostat est initialisée une fois que la concentration en éthanol dans le 
réacteur est nulle (reconsommation d’éthanol après la phase diauxique). On démarre alors 
l’alimentation en glucose en commençant à un taux de dilution de D = 0,10 h-1. Ensuite, une 
heure plus tard, on augmente le taux de dilution de 0,01 h-1 pour passer à D = 0,11 h-1 et ainsi 
de suite toutes les heures jusqu’à D = 0,16 h-1 ou D = 0,20 h-1 suivant les cas. La régulation du 
volume se fait par régulation de niveau ; une tige affleure le liquide et permet l’évacuation du 
liquide lorsqu’il dépasse le niveau de la tige.  
   
 Pour la culture sur glucose seul, le chémostat est alimenté uniquement avec du milieu  
CFM contenant le glucose à 40 g.L-1 complémenté avec de l’ampicilline 50 mg.L-1. La présence 
de l’antibiotique ampicilline permet d’empêcher la contamination du chémostat par des 
bactéries.  
Pour la culture en co-substrat glucose/oléate, le chémostat est alimenté par une double 
alimentation : d’une part en milieu CFM contenant le glucose et l’ampicilline et d’autre part en 
oléate à 720 g.L-1, ce dernier ayant un taux de dilution d’entrée égal à 0,0041 ou 0,0073 h-1. 
Pour la culture en co-substrat glucose/carnitine, la carnitine est ajoutée directement dans 
le milieu CFM ; le chémostat est alimenté seulement en milieu CFM contenant le glucose, la 
L,carnitine et l’ampicilline.  
Pour la culture en co-substrat glucose/succinate, le chémostat est alimenté par une 
double alimentation : d’une part en milieu CFM contenant le glucose et l’ampicilline et d’autre 
part en succinate à 200 g.L-1, ce dernier ayant un taux de dilution d’entrée égal à 0,0063 h-1. 
 
Dans tous les cas, une fois le régime permanent atteint, un ajout pulsé de glucose est 
réalisé en ajoutant une solution de glucose à 500 g.L-1, de telle façon à ce que la concentration 
initiale en glucose soit égale à 10 g.L-1. Au cours de ces dynamiques, nous réalisons un suivi 
des concentrations en biomasse, glucose, glycérol, acide acétique, éthanol, oléate et succinate. 
La composition des gaz en entrée et en sortie est également analysée.  
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CHAPITRE 3 : Méthodes analytiques en fermentation 
 
III-A/ Mesure de la concentration en biomasse 
 
La concentration en biomasse est mesurée de deux façons différentes : par mesure de la 
densité optique (DO) à 620 nm et par mesure de la matière sèche totale. 
 
L’évolution de la densité cellulaire est estimée par spectrophotométrie à 620 nm 
(spectrophotomètre Hitachi® U-1100) dans une cuve en verre de 2 mm de trajet optique. La 
suspension cellulaire est diluée de façon à obtenir une densité optique comprise entre 0,05 et 
0,5 unité d’absorbance. 
Pour les cultures sans oléate, la suspension cellulaire est utilisée directement alors qu’en 
présence d’oléate, la suspension cellulaire subit un traitement au préalable qui va permettre de 
solubiliser l’oléate. 750 µL de la suspension cellulaire contenant l’oléate sont mélangés à 750 µL 
de propanol. Ce mélange est alors vortexé pendant une minute puis centrifugé pendant trois 
minutes à 12000g. Le surnageant est pesé et le culot est repris dans le volume d’eau 
correspondant au surnageant sachant que le mélange eau-propanol a une densité égale à 
0,915. 
 
La biomasse sèche, exprimée en g.L-1, est mesurée par une méthode gravimétrique. Un 
volume connu de culture est filtré à l’aide d’une pompe à vide sur une membrane Sartolon 
polyamide 0,45 µm (Sartorius®) préalablement séchée et pesée. 
Une fois que la suspension cellulaire a été filtrée, la membrane est rincée à l’eau lorsque 
la culture est faite en absence d’oléate, à l’eau suivie d’un rinçage à l’hexane (pour éliminer 
l’oléate) et encore à l’eau lorsque la culture est faite en présence d’oléate. Après filtration, la 
membrane est séchée à l’étuve à 60°C sous vide (200 mm de Hg) pendant 48 h, puis pesée. La 
différence de masse avant et après filtration de la suspension cellulaire sur la membrane permet 
de déterminer la masse sèche cellulaire en g.L-1.  
 
III-B/ Prélèvement des échantillons de surnageant de culture 
 
De manière à éviter toute évolution des concentrations des divers composés pendant le 
prélèvement et au cours des étapes de séparation biomasse/milieu de culture, les prélèvements 
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nécessaires pour doser les composés en solution dans le surnageant sont effectués en soutirant 
du réacteur du milieu de culture avec une seringue équipée d’un filtre de 0,45 µm. 
 
III-C/ Dosage de l’éthanol et de l’acide acétique 
 
L’éthanol et l’acide acétique sont dosés en chromatographie en phase gazeuse (CPG) et 
en chromatographie liquide haute performance (HPLC) à l’aide d’une colonne H+ (technique 
décrite au III-D). 
  
Le dosage de l’éthanol et de l’acide acétique est réalisé en CPG en utilisant la méthode 
de l’étalon interne (acide propionique à 10 g.L-1 préparé dans une solution d’acide sulfurique 0,2 
N). 
 
Dans un premier temps, on réalise une gamme étalon comprise entre 0 et 5 g.L-1 pour 
chaque produit. Les étalons sont préparés dans des flacons fermés munis d’un septum, à partir 
de solutions deux fois concentrées, dans les proportions suivantes : 2 volumes de solution 
d’éthanol et 2 volumes de solution d’acide acétique pour 1 volume d’étalon interne. 
Le surnageant est dilué de façon à ramener la concentration en éthanol et/ou acide 
acétique dans la gamme d’étalonnage. Les échantillons sont préparés dans des flacons fermés 
munis d’un septum dans les proportions suivantes : 4 volumes d’échantillon pour 1 volume 
d’étalon interne. 
 
L’appareil utilisé est un chromatographe (Hewlett Packard®, 5890A) équipé d’un 
détecteur FID et muni d’une colonne Poraplot Q (25 m × 0,53 mm). La température de l’injecteur  
est de 250°C. La température initiale du four est égale à 115°C et la température finale se situe 
à 235°C. La rampe de température est de 12°C.min-1 avec un isotherme de 10 minutes. Le 
détecteur a une température de 270°C. Le volume d’échantillon injecté est égal à 1 µL. Le gaz 
vecteur utilisé est l’azote, il a un débit de 20 mL.min-1. L’analyse dure 20 minutes. 
Les temps de rétention (en minutes) des divers produits sont : 
 Ethanol : 2,1 
 Acide acétique : 3,8 
 Acide propionique : 5,5 
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III-D/ Mesure de la concentration en glucose, glycérol, acétate, 
succinate et éthanol 
 
 Le glucose, le glycérol, l’éthanol, le succinate, l’acétate et d’autres acides organiques tels 
que le citrate et le malate sont dosés au cours de la fermentation en chromatographie liquide 
haute performance (HPLC) à l’aide d’une colonne H+.  
 Les divers composés que nous  allons doser en HPLC ont fait l’objet d’un étalonnage 
préalable réalisé à partir de solutions contenant les différents composés à analyser dans des 
gammes de concentrations variables. 
 
Le surnageant récupéré et filtré lors des expériences est placé dans un flacon fermé 
muni d’un septum. 
 
L’appareil utilisé est un chromatographe (Waters ®, Alliance 2690) équipé d’un 
réfractomètre (Waters ®), de la colonne Aminex HPX-87H (300 mm × 7,8 mm) et d’un logiciel 
d’acquisition et de traitement des données. La température du four est de 50°C. Le volume 
d’échantillon injecté est égal à 20 µL. L’éluant utilisé est l’acide sulfurique H2SO4 5 mM avec un 
débit de 0,5 mL.min-1. L’analyse dure 40 minutes. 
Les temps de rétention (en minutes) des divers produits sont : 
 Citrate : 9,9 
 Glucose : 11,1 
 Malate : 11,9 
 Succinate : 14,1 
 Lactate : 15,8 
 Glycérol : 16,6 
 Acide acétique : 18,6 
 Ethanol : 27,0 
 
III-E/ Dosage de l’oléate 
 
Le dosage de l’oléate est effectué par chromatographie liquide haute performance 
(HPLC) à l’aide d’une colonne C18. 
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Pour chaque échantillon contenant de l’oléate, 750 µL de la suspension cellulaire sont 
mélangés à 750 µL de propanol. Ce mélange est alors vortexé pendant une minute puis 
centrifugé pendant trois minutes à 12000g. Le surnageant est récupéré, filtré et placé dans un 
flacon fermé muni d’un septum.  
 
L’appareil utilisé est un chromatographe (Hewlett Packard®, series 1050) équipé d’un 
réfractomètre (Waters ®), de la colonne Interchim® (250 mm × 4,6 mm) et d’un logiciel 
d’acquisition et de traitement des données. La température du four est de 50°C. Le volume 
d’échantillon injecté est égal à 20 µL. L’éluant utilisé est le méthanol contenant 3 % d’acide 
acétique avec un débit de 1 mL.min-1. L’analyse dure 10 minutes. Le temps de rétention de 
l’oléate est de 4,7 minutes. 
 
III-F/ Mesure de la composition de l’air en entrée et en sortie 
 
Le pourcentage en O2 du gaz de fermentation en sortie de condenseur est déterminé par 
analyse paramagnétique de l’oxygène (Servomex®, 1100.A). 
Le pourcentage en CO2 du gaz de fermentation en sortie de condenseur est déterminé 
par analyse infra-rouge (Binos®, type 4).  
Les deux analyseurs de gaz sont étalonnés à l’aide d’une bouteille contenant un 
mélange de composition connue. On détermine ainsi la composition en O2 et en CO2 du gaz en 
sortie. 
 
III-G/ Dosage des sucres de réserves 
 
Les cellules sont prélevées puis centrifugées pendant 3 minutes à 4°C. Elles sont ensuite 
lavées dans de l’eau à 4°C et centrifugées à nouveau (les culots peuvent être conservés à -
20°C pendant plusieurs mois).  
Le culot cellulaire est resuspendu dans 250 µL de Na2CO3 à 0,2 M et incubé 3 heures à 
95°C. 
Après incubation, les échantillons sont placés dans la glace ; 150 µL d’acide acétique 1 
M et 600 µL d’acétate de sodium 0,2 M (pH = 5,2). A ce moment-là, 500 µL de cette suspension 
vont servir à doser le glycogène et 500 µL à doser le tréhalose. 
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Pour le dosage du glycogène, 20 µL d’α-amyloglucosidase (8 U.mL-1) sont ajoutés à 500 
µL d’extrait et incubés 48 heures à 56°C. Pour le dosage du tréhalose, 20 µL de tréhalase (0,1 
U.mL-1) sont ajoutés à 500 µL d’extrait et incubés 48 heures à 37°C. 
 Après incubation, les extraits sont centrifugés. Le surnageant est récupéré et va servir 
pour le dosage du glucose libéré par la méthode de la glucose oxydase. Pour cela, 200 µL de 
réactif glucose oxydase (Glox) sont ajoutés à 20 µL d’échantillon. Chaque échantillon est 
déposé en double sur une plaque ELISA ; la plaque est alors incubée 30 minutes à 37°C. 
Parallèlement, une gamme étalon est réalisée dans les mêmes conditions. La lecture des 
plaques se fait à 490 nm sur le lecteur de plaque Dynatech® MR 7000. 
 
III-H/ Dosage des métabolites intracellulaires 
 
III-H-1/ Arrêt du métabolisme et extraction 
 
Environ 50 mg de biomasse sèche sont prélevés du bioréacteur et immédiatement 
immergés dans un tube de centrifugation contenant 40 mL de solution A (60% de méthanol dans 
HEPES 10 mM). La solution A a été préalablement placée dans un bain à -40°C. Ainsi, lorsque 
les cellules entrent en contact avec la solution A, le métabolisme est immédiatement arrêté.  
Les tubes contenant la solution A sont pesés avant et après pour apprécier le volume de 
culture prélevé.  
 
Les tubes sont ensuite centrifugés à froid pendant 5minutes à 5000 RPM. Le surnageant 
est éliminé.  
5 mL de solution B (75% d’éthanol dans HEPES 10 mM) sont versés sur le culot récolté. 
La solution est vortexée puis chauffée à 80°C pendant 3 minutes pour une lyse complète des 
cellules. Le contenu du tube est ensuite évaporé. L’évaporat est conservé à -20°C, puis repris 
avec 1 à 3mL d’eau milli-Q conservés à -20°C. Les débris cellulaires sont éliminés par 
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III-H-2/ Mesure des métabolites 
 
La mesure des concentrations en sucres phosphates et en acides organiques présents 
dans le surnageant préalablement obtenu lors de l’étape finale d’extraction se fait en 
chromatographie liquide (Dionex®). 
La mesure des sucres phosphates se fait grâce à une colonne CarboPac PA1 équipée 
d’une prés-colonne. L’éluant est un gradient d’acétate de sodium qui passe de 0% à 60% en 60 
minutes. Le débit est égal à 1 mL.min-1. La détection se fait par ampérométrie pulsée. 
La mesure des acides organiques se fait grâce à une colonne AS11 équipée d’une prés-
colonne. L’éluant est un gradient de soude qui passe de 0 à 50 mM en 60 minutes. Le débit est 




CHAPITRE 4 : Méthodes d’analyse des résultats 
 
IV-A/ Calcul des vitesses pour les composés en solution 
 
A partir des valeurs de concentrations mesurées en chémostat, nous allons calculer les 
vitesses globales et spécifiques. Nous allons également vérifier que les bilans carbone et rédox 
sont bouclés. 
 







c =+×−× (1) 
où  Qe représente le débit d’entrée du composé C en L.h-1. 
 V représente le volume du réacteur en L. 
Ce représente la concentration du composé C dans l’alimentation en g.L-1. 
Qs représente le débit de sortie du composé C en L.h-1. 
 C représente la concentration du composé C dans le réacteur en g.L-1. 
 rC représente la vitesse globale de réaction du composé C en g.L-1.h-1. Elle est positive 
lorsque le composé C est produit et négative lorsqu’il est consommé. 
  




 représente la variation de concentration du composé C à l’intérieur du réacteur entre 
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Hormis l’oléate et le succinate, les autres composés ont des débits d’alimentation et de 
soutirage égaux et l’équation (1) devient donc )( CeCDr
dt
dC
c −×+=  (2) où D représente le 
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Si on intègre l’équation (2) entre les temps t1 et t2, on trouve [ ] [ ] [ ] 212121 )( ttCtttt trtCCeDC +−=  en 
considérant que rC est constante pendant cet intervalle de temps. 














t trtCmDtCeDC +−= où Cm correspond à une concentration 
moyenne entre t1 et t2.  





Ainsi, si on choisit une moyenne logarithmique pour Cm, on obtient l’expression suivante pour la 












−=   
 
Ensuite, la vitesse spécifique pour le composé C est calculée avec la formule suivante : 
X
rq CC =  
Où  qC représente la vitesse spécifique de réaction du composé C en g.gX-1. h-1. 
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 rC représente la vitesse globale de réaction du composé C en g.L-1.h-1. 
 X représente la concentration en biomasse à l’intérieur du réacteur en g.L-1. 
 
IV-B/ Calcul des vitesses de consommation d’O2 et de production de 
CO2 
 
















).().( +−=+  
Où Vliq représente le volume liquide. 
 Vgaz représente le volume gazeux. 
Cliq représente la fraction molaire du composé C dans le liquide. 
QE représente le débit de gaz entrant dans le réacteur en L.h-1. 
QS représente le débit de gaz sortant du réacteur en L.h-1. 
CE représente la fraction molaire du composé C dans le gaz entrant dans le réacteur. 
CS représente la fraction molaire du composé C dans le gaz sortant du réacteur. 
rC représente la vitesse de production/consommation du composé C dans la phase 
liquide en h-1. 
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VCd Φ+−= ..).(   
 
Les gaz inertes, comme l’azote, ne subissent qu’un phénomène de transport dans la phase 
liquide. Ils ne sont ni consommés, ni produits par les micro-organismes. L’azote est de plus très 
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Expression de Cliq : 
• Expression du dioxyde de carbone dissous, CO2liq : 
Le CO2 présent dans la phase liquide se trouve sous deux formes principales : la forme dissoute 
(CO2d) et la forme dissociée (HCO3-). L’accumulation de ces ions carbonates peut alors sous-
estimer le bilan sur le CO2 produit. 
 
On a l’équation d’équilibre suivante : CO2d + H2O                 HCO3- + H+ 





















].[][ 23  
 
Selon la loi de Henry, CO2d est proportionnelle à la pression partielle en CO2, PCO2 : 











− +=+=+=  
 
• Expression du dioxygène dissous, O2d : 
O2d est mesuré par la sonde pO2. 
A une pression de 1 Atm dans le fermenteur, lorsque pO2 est égale à 100 %, O2d = 7,51 mg 
O2.L-1. 











































De la même façon que pour les composés en solution, les vitesses spécifiques sont calculées 









2 =  
Où  qCO2 représente la vitesse spécifique de production  de CO2 en mol.gX-1. h-1. 
 rCO2 représente la vitesse globale de production  de CO2 en mol.L-1.h-1. 
 qO2 représente la vitesse spécifique de consommation d’O2 en mol.gX-1. h-1. 
 rO2 représente la vitesse globale de consommation d’O2 en mol.L-1.h-1. 
X représente la concentration en biomasse à l’intérieur du réacteur en g.L-1. 
 












rQR ==  
 
IV-C/ Bilan carbone et rédox 
 
Nous avons calculé les vitesses globales des composés en solution en g.h-1 et en mol.h-1 
pour les composés en phase gazeuse. 
Nous allons convertir ces vitesses globales en Cmol.h-1. Pour cela, on divise la vitesse 
globale en g.h-1 par la masse molaire du composé en g.Cmol-1 et on obtient la vitesse globale en 
Cmol.h-1. La formule en Cmol d’un composé correspond à la formule brute du composé 
ramenée à un carbone. La Cmol représente le nombre de moles ramené à une unité de 
carbone.  On s’affranchit du nombre d’atomes de carbone qui composent la molécule. Par 
exemple, le glucose dont la formule chimique globale est C6H12O6  a en Cmol la formule 
suivante : CH2O. Ainsi, 180 g de glucose représente 1 mol et 6 Cmol. L’utilisation de la Cmol est 
particulièrement intéressante en co-substrat car elle permet de comparer les apports des 
différents substrats. Lorsqu’un rendement de conversion d’un produit est exprimé en Cmol.Cmol-
1, on peut simplement le comparer à celui d’un autre produit. Si le rendement d’un produit A est 
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supérieur à celui d’un produit B, cela signifie qu’effectivement la conversion du carbone se fait 
plus vers le produit A que vers le produit B. On sait ainsi le devenir des « atomes de carbone » ; 
il s’agit d’un pourcentage de conversion du carbone apporté.  
 
Pour le bilan carbone, seuls interviennent les composés carbonés : 
produit carbone consommé carbone =  
2cos COéthanolacétateglycérolXsuccinateoléateeglu rrrrrrrr ++++=++  
  










Pour le bilan rédox, tous les composés interviennent : 
productiononconsommati =  
3322coscos NHNHOOsuccinatesuccinateolécateoléateeglueglu rrrrronconsommati γγγγγ ×+×+×+×+×=  
OHOHCOCOéthanoléthanolacétateacétateglycérolglycérolXX rrrrrrproduction 2222 γγγγγγ ×+×+×+×+×+×=
 













Pour un composé donné, le calcul du coefficient γ avec la formule suivante : 
NOHC λλλλγ ×+×+×+×= N de nbreO de nbreH de nbreC de nbre  
où λ C= 4 
     λ H= 1 
     λ O= -2 
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Au final : 
 




Glucose CH2O 30 4 
Oléate CH1,89O0,11 15,7 5,66 
Succinate CH1,5O 29,5 3,5 
Biomasse CH1,748O0,596N0,148 26,4 4,112 
Glycérol CH2,67O 30,7 4,67 
Ethanol CH3O0,5 23 6 
Acétate CH2O 30 4 
CO2 CO2 44 0 
O2 O2 32 -4 
NH3 NH3 17 0 
H2O H2O 18 0 
 
On peut également travailler sur les intégrales des vitesses globales et faire les mêmes 
bilans carbone et rédox. 
 
Les vitesses globales que nous avons calculées sont réconciliées avec le programme 
LIREC développé au laboratoire. Ce logiciel permet de calculer les différentes vitesses globales 
de réaction et d’éventuellement corriger celles-ci pour boucler les bilans élémentaires. 
Il donc possible de recalculer une vitesse qui possède une forte incertitude à partir des 
vitesses des autres composés. Les bilans Carbone et Rédox bouclent à 100% à chaque instant ; 
à partir des vitesses globales de consommation de glucose et d’O2 et des vitesses globales de 
production d’éthanol, d’acétate, de glycérol et de CO2, on peut donc recalculer point par point la 
vitesse globale de production de biomasse.  
 
IV-D/ Calcul des rendements 
 




















2 x,Rco = Cmol.Cmol-1 
 

































































CHAPITRE 5 : Analyse des flux métaboliques 
 
V-A/ Généralités sur le type de modèle utilisé 
 
Le système cellulaire est représenté par l’ensemble des réactions biochimiques du 
métabolisme étudié. On considère non seulement les composés échangeables avec l’extérieur,
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mais aussi les composés intra-cellulaires : intermédiaires métaboliques, équivalents réducteurs, 
ATP… ce qui fait de ce type de modèle « un descripteur métabolique ». Les réactions à 
considérer sont les réactions anaboliques (voies de biosynthèse des composés formant la 
biomasse), les réactions cataboliques (voies impliquées dans le métabolisme énergétique), le 
transport et éventuellement différentes voies de dissipation de l’énergie (ATPase, mobilité…). 
Cette modélisation est basée sur la thèse de Carine Bideaux  (2000).  
 
V-B/ Formulation et écriture mathématique 
 









D + … 
Sa vitesse ri est positive pour le sens d’écriture, les termes de gauche étant alors les 
métabolites consommés et les termes de droite les métabolites produits. Les lettres grecques 
sont les coefficients stoechiométriques attribués aux métabolites dans la réaction. Ainsi pour la 
ième réaction, A est consommé avec une vitesse -αΑi ri et C est produit avec une vitesse αCi ri. 
Dans la cellule, un métabolite A est consommé par k réactions et produit par p réactions. Les l 
réactions anaboliques sont intégrées dans le terme de consommation de métabolites. Les 
coefficients stoechiométriques de ces réactions sont représentés par des variables symboliques. 
Un bilan matière (accumulation = consommation + production + transport) pour chaque 































































où a est la concentration de A en mole par gramme de biomasse, ΦA le flux d’échange de A 




les coefficients stoechiométriques de A dans les réactions 




sont exprimées en mole par gramme de biomasse 
et par heure. 
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V-C/ Hypothèses simplificatrices 
 
Les constantes de temps caractérisant les transitions métaboliques (< 10-4 s) sont très 
faibles comparées aux constantes de temps de la croissance cellulaire et de la dynamique des 
procédés biotechnologiques (10 à 104 s). Il est généralement admis qu’il y a un taux de 
renouvellement très élevé pour la plupart des pools de métabolites. En conséquence, les 
concentrations des différents pools s’ajustent rapidement à leurs nouvelles valeurs même après 
une perturbation importante de l’environnement cellulaire. Il est de ce fait raisonnable de penser 
que les concentrations des différents métabolites sont à l’état quasi stationnaire. Le bilan 
massique ci-dessus peut donc être simplifié en ne considérant que le régime permanent, c’est-




Le terme µ × a est un terme de dilution lié à la croissance cellulaire. La concentration 
intracellulaire de chaque intermédiaire métabolique étant très faible, l’effet de dilution dans la 
biomasse est faible particulièrement par rapport aux autres flux affectant le métabolite 
considéré. Ce terme peut généralement être négligé lorsque le temps caractéristique de 






ce qui est 
généralement le cas sinon il peut être inclus dans des réactions artificielles de consommation 















On pose pour les coefficients α la convention suivante :  
 α est négatif quand A est consommé. 
 α est positif quand A est produit. 
 α est nul quand A n’apparaît pas dans la réaction considérée.  










Le flux d’échange ΦA est positif quand le métabolite A entre dans la biomasse et est 
négatif quand il est excrété vers le milieu extérieur. Or d’après les conventions 
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traditionnellement utilisées dans un réacteur, la vitesse nette de conversion d’un métabolite A, 
RA, est positive quand A est produit (donc excrété par la cellule vers le milieu extérieur) et est 
négative quand A est consommé (donc quand il entre dans la cellule). D’où RA = - ΦA, et 












L’équation, qui permet de calculer la vitesse nette de conversion R
A 
d’un métabolite, est 
une équation linéaire dont les coefficients sont les α
i 
et les inconnues les vitesses réactionnelles 
r
i
. Une telle équation peut être écrite pour tous les métabolites pris en compte dans le modèle ; 
si on considère n réactions faisant intervenir m métabolites dont k sont échangés avec 
l’extérieur, le système des m équations linéaires obtenues, qui représente le schéma 































































soit S.r = R 
avec S la matrice stoechiométrique dont chaque colonne correspond à une des réactions 
métaboliques répertoriées et chaque ligne à un métabolite. Le coefficient sij représente donc le 
coefficient stoechiométrique attribué au métabolite i dans la réaction j. r est le vecteur-colonne 
des vitesses nettes de réaction, et R le vecteur-colonne des vitesses nettes de conversion pour 
chaque métabolite. 
Le système linéaire d’équation de flux est typiquement sous-déterminé ; en effet, les 
inconnues sont les vitesses réactionnelles rj et les vitesses d’échange avec le milieu extérieur Ri 
pour les métabolites extracellulaires. Comme le nombre de métabolites est supérieur au nombre 
de réactions, le nombre d’inconnues (n + k) est supérieur au nombre d’équations (m). Le 
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système possède donc une infinité de solution ; or nous cherchons à déterminer l’unique 
distribution de flux qui correspond à l’activité métabolique de la cellule dans les conditions de 
culture mises en oeuvre, à partir des mesures disponibles en ligne sur le réacteur. Ce but ne 
pourra être atteint que si des vitesses, rj et/ou Rj, sont fixées de façon à lever l’indétermination 
du système. Il peut être réécrit de la manière suivante, en augmentant la matrice S et le vecteur 


















































Si on appelle A et b les matrices obtenues, le système devient : A.b = 0. 
b appartient donc au noyau de A. Si y est une base du noyau A, b peut s’écrire comme une 
unique combinaison linéaire des vecteurs de y : b = y.C où C est le vecteur-colonne des 
coordonnées de b dans y. 
 Le système matriciel s’écrit alors: 
 
Avec ny le nombre de colonnes de y. Les inconnues du système b = y.C sont les n+k éléments 
de b et les ny
 
éléments de C, or on dispose de n+k équations donc le nombre d’inconnues à 
fixer est : n+k+ ny
 
- (n+k) = ny
 
; cela revient au même de constater que le système est résolu 
dès qu’on connaît les ny
 
éléments de C.  
Une fois les ny
 
vitesses fixées, on peut extraire un vecteur bp
 
de b dont les composantes sont 
les vitesses choisies afin de résoudre le système. Les ny
 
équations correspondantes sont 
extraites du système global, et on obtient alors le système suivant : 




Sa résolution permet de connaître le vecteur C, donc b, et de résoudre le système 
d’équation de flux. Pour obtenir une solution unique, il faut que la matrice yp
 
soit inversible, c’est-
à-dire de rang plein (rang(yp) = ny), ce qui implique que les vitesses fixées ne doivent pas être 
redondantes : elles doivent former une famille libre, sinon une des colonnes au moins de yp
 
pourra s’exprimer comme une combinaison linéaire des autres, et le rang de yp
 
sera strictement 
inférieur à ny. Si on a fixé des vitesses non redondantes, le système est dit de Cramer ; on peut 
le résoudre soit en inversant yp, soit en utilisant les formules de Cramer (basées sur le calcul de 




.bp) donc en 
fonction des vitesses fixées. Puis on obtient b = y.C ; de ce fait, toutes les vitesses 
réactionnelles et les vitesses de conversion sont connues en fonction des vitesses fixées :  




V-E/ Réactions prises en compte dans le modèle 
 
Dans le modèle utilisé pour décrire le métabolisme de la levure S. cerevisiae, nous 
utilisons les voies métaboliques suivantes : 
9 métabolisme central 
9 synthèse des macros molécules 
9 synthèse de la biomasse 
 
Le détail des réactions est le suivant : 
 
Métabolisme central : 
glc + atp = glcp + adp 
 
glcp = frup 
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frup + atp = 2 * gap + adp 
gap + nad + adp + p=pg + atp + nadh + h 
 
pg = pep + eau 
 
pep + adp = pyr + atp 
 
pyr + coa + nad = accoa + co + nadh + h 
 
accoa + oac + eau = cit + coa 
 
cit + nad = akg + nadh + h + co 
 
akg + coa + nad = succoa + co + nadh + h 
 
succoa + gdp + p = suc + gtp + coa 
 
suc + fad = fum + fadh 
 
fum + eau + nad = oac + nadh + h 
 
pyr + atp + co + eau = oac + adp + p 
 
pyr = acd + co 
 
acd + nadh + h = etoh + nad 
 
acd + nadp + eau = acetat + nadph + h 
 
gap + nadh + eau + h = glyc + nad + p 
 
glcp + 2 * nadp + eau = ribup + 2 * nadph + 2 * h + co 
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ribup = xylup 
 
ribup = ribop 
 
ribop + xylup = eryp + frup 
eryp + xylup = gap + frup 
 
pyr + glut = ala + akg 
 
2 * glut + accoa + carp + asp + 2 * eau + 3 * atp + nadph  + h = arg + fum + acetat + akg + coa + 
3 * adp + nadp + 4 * p 
 
oac + glut = asp + akg 
 
asp + glum + 2 * atp + 2 * eau = asn + glut + 2 * p + 2 * adp 
 
ser + so + 3 * atp + 4 * nadph + 6 * h = cys + 2 * eau + 3 * adp + 3 * p + 4 * nadp 
 
akg + nh + nadph = glut + eau + nadp 
 
glut + atp + nh = glum + adp + p + h 
 
ser + nadp + nad + adp + p = gly + co + nadph + nadh + atp + 2 * h 
 
thr + pyr + glut + nadph + 2 * h = ileu + akg + co + eau + nh + nadp 
 
2 * pyr + glut + accoa + nad + nadph = leu + akg + coa + 2 * co + nadh + nadp 
 
2 * glut + accoa + 2 * atp + 2 * eau + 2 * nad + 2 * nadph = lys + akg + coa + co + 2 * adp + 2 *p 
+ 2 * nadh + 2 * nadp 
 
asp + accoa + so + co + 5 * atp + 8 * nadph + 2 * nadh + 10 * h = met + acetat + coa + 2 * eau + 
5 * adp + 5 * p + 8 * nadp + 2 * nad 
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cho + glut = phe + akg + co + eau 
 
glut + atp + nadh + nadph+ 2 * h = pro + eau + adp + p + nadp + nad 
 
pg + glut + eau + nad = ser + akg + p + nadh + h 
 
asp + eau + 2 * atp + nadph + nadh + 2 * h = thr + 2 * adp + 2 * p + nadp + nad 
 
cho + glut + nad = tyr + akg + co + nadh + h 
 
cho + glum + ser + prpp = try + pyr + glut + gap + co + 2 * p + eau 
 
2 * pyr + glut + nadph + h = val + akg + co + eau + nadp 
 
prpp + glum + co + nh + 3 * eau + 3 * atp + nad = his + akg + 3 * adp + 6 * p + nadh + 2 * h 
 
ribop+ 2 * atp = prpp + 2 * adp 
 
eryp + 2 * pep + nadph + atp + h = cho + nadp + adp + 4 * p 
 
co + glum + 2 * eau + 2 * atp = carp + glut + 2 * adp + p 
 
prpp + 2 * glum + gly + asp + 3 * co + 2 * eau + 6 * atp + 2 * nadh  + 2 * h= imp + 2 * glut + fum + 
6 * adp + 8 * p + 2 * nad 
 
imp + asp + gtp + atp = 2 * adp + fum + gdp + p 
 
imp + glum + 3 * eau + 3 * atp + nad = gdp + glut + 3 * adp + 2 * p + nadh + h 
 
atp + nadph + h = datp + eau + nadp 
 
gdp + atp + nadph + h = dgtp + adp + eau + nadp 
 
gdp + atp = gtp + adp 
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carp + asp + prpp + 0.5 * o + atp = udp + co + eau + adp + 3 * p 
 
udp + atp = utp + adp 
 
utp + atp + nh = ctp + adp + p + h 
 
ctp + nadph + h =dctp + eau + nadp 
 
udp + co + 4 * atp + 3 * nadph + nadh + 4 * h = dttp + 4 * adp + 3 * p + 3 * nadp + nad 
 
glcp + utp + eau = udpg + 2 * p 
 
udpg + glcp + eau = tre + udp + p 
 
frup + gdp = gdpmannose + p 
 
frup + glum + accoa + eau + utp = udpacetylglucosamine + glut + coa + 2 * p 
 
nadh + 0.5 * o + PO * adp + PO * p + h=PO * atp + nad + (1+PO) * eau 
 
fadh + 0.5 * o + PO * adp + PO * p =PO * atp + fad + (1+PO) * eau 
 
8 * accoa + 7 * nadh + 7 * nadph + 7 * atp + eau + 14 * h=palmitate + 8  * coa + 7 * nad + 7 * 
nadp + 7  * adp + 7 * p 
 
9 * accoa + 8 * nadh + 8 * nadph + 8 * atp + eau + 16 * h=stearate + 9  * coa + 8 * nad + 8 * 
nadp + 8  * adp + 8 * p 
 
18 * accoa + 11 * eau + 14 * nadph + 18 * atp + o + 14 * h= lanosterol + 18 * coa + 14 * nadp + 
18 * adp + 18 * p + 6 * co 
 
lanosterol + 3 * o + 3 * nad = zymosterol + 3 * co + 3 * nadh + 3 * h 
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lanosterol + 2 * o + 2 * nad = fecosterol + 2 *co + 2 *nadh + 2 * h 
 
fecosterol = episterol 
 
episterol + nadp = ergosterol + nadph + h 
 
pextra + 2 * hextra=p + 2 * h 
 
nhextra + hextra=nh + h 
 
soextra + 3 * hextra=so + 3 * h 
 




Synthèse des macromolécules : 
coeffglut * glut + coeffglum * glum + coeffpro * pro + coeffarg * arg + coefflys * lys + coeffser * 
ser + coeffgly * gly + coeffcys * cys + coeffasp * asp + coeffasn * asn + coeffthr * thr + coeffmet * 
met + coeffileu * ileu + coeffala * ala + coeffval * val + coeffleu * leu + coeffphe * phe + coefftyr * 
tyr + coefftry * try + coeffhis * his + (2 *coeffglut  +2 * coeffglum + 2 *coeffpro + 2 *coeffarg + 2 
*coefflys + 2 *coeffser +2 * coeffgly + 2 *coeffcys + 2 *coeffasp + 2 *coeffasn + 2 *coeffthr + 2 
*coeffmet + 2 *coeffileu + 2 *coeffala + 2 *coeffval + 2 *coeffleu + 2 *coeffphe + 2 *coefftyr + 2 
*coefftry + 2 *coeffhis + n + 2 * nb) * atp + (2 * coeffglut  + 2 * coeffglum + 2 * coeffpro + 2 * 
coeffarg + 2 * coefflys + 2 * coeffser + 2 * coeffgly + 2 * coeffcys + 2 * coeffasp + 2 * coeffasn + 
2 * coeffthr + 2 * coeffmet + 2 * coeffileu + 2 * coeffala + 2 * coeffval + 2 * coeffleu + 2 * coeffphe 
+ 2 * coefftyr + 2 * coefftry + 2 * coeffhis + 3 * nb)* gtp + (4 *coeffglut  + 4 * coeffglum + 4 
*coeffpro + 4 *coeffarg + 4 *coefflys + 4 *coeffser + 4 * coeffgly + 4 *coeffcys + 4 *coeffasp + 4 
*coeffasn + 4 *coeffthr + 4 *coeffmet + 4 *coeffileu + 4 *coeffala + 4 *coeffval + 4 *coeffleu + 4 
*coeffphe + 4 *coefftyr + 4 *coefftry + 4 *coeffhis + n + 5 * nb)* eau=protein + (2 * coeffglut  + 2 * 
coeffglum + 2 * coeffpro + 2 * coeffarg + 2 * coefflys + 2 * coeffser + 2 * coeffgly + 2 * coeffcys + 
2 * coeffasp + 2 * coeffasn + 2 * coeffthr + 2 * coeffmet + 2 * coeffileu + 2 * coeffala + 2 * coeffval 
+ 2 * coeffleu + 2 * coeffphe + 2 * coefftyr + 2 * coefftry + 2 * coeffhis + n + 2 * nb) *  adp + (2 * 
coeffglut  + 2 * coeffglum + 2 * coeffpro + 2 * coeffarg + 2 * coefflys + 2 * coeffser + 2 * coeffgly + 
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2 * coeffcys + 2 * coeffasp + 2 * coeffasn + 2 * coeffthr + 2 * coeffmet + 2 * coeffileu + 2 * 
coeffala + 2 * coeffval + 2 * coeffleu + 2 * coeffphe + 2 * coefftyr + 2 * coefftry + 2 * coeffhis + 3 * 
nb ) * gdp + (4 *coeffglut  + 4 * coeffglum + 4 *coeffpro + 4 *coeffarg + 4 *coefflys + 4 *coeffser + 
4 * coeffgly + 4 *coeffcys + 4 *coeffasp + 4 *coeffasn + 4 *coeffthr + 4 *coeffmet + 4 *coeffileu + 
4 *coeffala + 4 *coeffval + 4 *coeffleu + 4 *coeffphe + 4 *coefftyr + 4 *coefftry + 4 *coeffhis + n + 
5 * nb)* p + (4 *coeffglut  + 4 * coeffglum + 4 *coeffpro + 4 *coeffarg + 4 *coefflys + 4 *coeffser + 
4 * coeffgly + 4 *coeffcys + 4 *coeffasp + 4 *coeffasn + 4 *coeffthr + 4 *coeffmet + 4 *coeffileu + 
4 *coeffala + 4 *coeffval + 4 *coeffleu + 4 *coeffphe + 4 *coefftyr + 4 *coefftry + 4 *coeffhis + n + 
5 * nb)* h 
 
coeffatp * atp + coeffgtp * gtp + coeffutp * utp + coeffctp * ctp + (coeffatp + coeffgtp + coeffutp + 
coeffctp) * eau=rna + (2*coeffatp + 2*coeffgtp + 2*coeffutp + 2*coeffctp) * p 
coeffdatp * datp + coeffdgtp * dgtp + coeffdctp * dctp + coeffdttp * dttp + (coeffdatp + coeffdgtp + 
coeffdctp + coeffdttp) * eau=dna + (2*coeffdatp + 2*coeffdgtp + 2*coeffdctp + 2*coeffdttp) * p 
 
(coeffpalpa /2+ coeffstepa / 2) * glyc + (coeffpalpa *3/2+ coeffstepa* 3 / 2) * atp + coeffpalpa 
*palmitate + coeffstepa * stearate=phosphatidate + (coeffpalpa *3/2+ coeffstepa * 3 / 2) * adp + 
(coeffpalpa + coeffstepa) * p + (coeffpalpa + coeffstepa) * h 
 
(coeffpalpi /2+ coeffstepi / 2) * glcp + (coeffpalpi /2+ coeffstepi / 2) * glyc + coeffpalpi * palmitate 
+ coeffstepi * stearate + (coeffpalpi *5/2+ coeffstepi * 5 / 2) * atp + (coeffpalpi + coeffstepi) * 
eau=phosphatidylinositol + (coeffpalpi *5/2+ coeffstepi* 5 / 2) * adp + (coeffpalpi *5/2+ coeffstepi 
* 5 / 2) * p + (coeffpalpi + coeffstepi) * h 
 
(coeffpalps /2+ coeffsteps / 2) * ser + (coeffpalps /2+ coeffsteps / 2) * glyc + coeffpalps * 
palmitate + coeffsteps * stearate +(coeffpalps*5/2 + coeffsteps * 5 / 2) * atp + (coeffpalps/2 + 
coeffsteps / 2) * eau=phosphatidylserine + (coeffpalps *5/2+ coeffsteps * 5 / 2) * adp + 
(coeffpalps*5/2 + coeffsteps* 5 / 2) * p + (coeffpalps + coeffsteps) * h 
 
(coeffpalpc/2 + coeffstepc / 2) * ser + (coeffpalpc /2+ coeffstepc / 2) * glyc + coeffpalpc * 
palmitate + coeffstepc * stearate + (10*coeffpalpc + coeffstepc * 10) * atp + (5*coeffpalpc + 
coeffstepc * 5) * eau + (3*coeffpalpc + coeffstepc * 3) * nadh + (coeffpalpc *3/2+ coeffstepc * 3 / 
2) * nadph + (coeffpalpc + coeffstepc) * co=phosphatidylcholine + (10*coeffpalpc + coeffstepc * 
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10) * adp + (coeffpalpc*19/2 + coeffstepc * 19 / 2) * p+(3*coeffpalpc + coeffstepc * 3) * nad + 
(coeffpalpc *3/2+ coeffstepc * 3 / 2) * nadp + (coeffpalpc *7/2+ coeffstepc * 7 / 2) * h 
 
(coeffpaldpg *3/4+ coeffstedpg * 3 / 4) * glyc + coeffpaldpg * palmitate + coeffstedpg *stearate + 
(coeffpaldpg *11/4+ coeffstedpg * 11 / 4) * atp + (coeffpaldpg *3/4+ coeffstedpg * 3 / 4) * 
eau=diphosphatidylglycerol + (coeffpaldpg*11/4 + coeffstedpg * 11 / 4) * adp + (coeffpaldpg 
*9/4+ coeffstedpg * 9 / 4) * p +(coeffpaldpg *5/4+ coeffstedpg * 5 / 4) * h 
  
(coeffpalpe /2+ coeffstepe / 2) * ser + (coeffpalpe /2+ coeffstepe / 2) * glyc + coeffpalpe * 
palmitate + coeffstepe * stearate + (coeffpalpe*5/2 + coeffstepe * 5 / 2) * atp + (coeffpalpe /2+ 
coeffstepe / 2) * eau=phosphatidylethanolamine + (coeffpalpe/2 + coeffstepe/ 2) * co + 
(coeffpalpe*5/2 + coeffstepe * 5 / 2) * adp + (coeffpalpe*2 + coeffstepe * 2) * p + (coeffpalpe + 
coeffstepe) * h 
 
coeffpa * phosphatidate + coeffpe * phosphatidylethanolamine + coeffps * phosphatidylserine + 
coeffpi * phosphatidylinositol + coeffdpg * diphosphatidylglycerol + coeffpc * 
phosphatidylcholine=phospholipids 
 
(coeffpaltag /3+ coeffstetag / 3) * glyc + coeffpaltag * palmitate + coeffstetag * stearate + 
(coeffpaltag + coeffstetag) * atp=tag + (coeffpaltag + coeffstetag) * eau + (coeffpaltag + 
coeffstetag) * adp + (coeffpaltag + coeffstetag) * p 
 
coeffpalla * palmitate + coeffstela * stearate + (coeffpalla + coeffstela) * lanosterol + (coeffpalla + 
coeffstela) * atp = lanosterolester + (coeffpalla + coeffstela) * adp + (coeffpalla + coeffstela) * p 
 
coeffpalzy * palmitate + coeffstezy * stearate + (coeffpalzy + coeffstezy) * zymosterol + 
(coeffpalzy + coeffstezy) * atp = zymosterolester + (coeffpalzy + coeffstezy) * adp + (coeffpalzy + 
coeffstezy) * p 
 
coeffpalfe * palmitate + coeffstefe * stearate + (coeffpalfe + coeffstefe) * fecosterol + (coeffpalfe 
+ coeffstefe) * atp = fecosterolester + (coeffpalfe + coeffstefe) * adp + (coeffpalfe + coeffstefe) * 
p 
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coeffpalep * palmitate + coeffsteep * stearate + (coeffpalep + coeffsteep) * episterol + 
(coeffpalep + coeffsteep) * atp = episterolester + (coeffpalep + coeffsteep) * adp + (coeffpalep + 
coeffsteep) * p 
 
coeffpaler * palmitate + coeffsteer * stearate + (coeffpaler + coeffsteer) * ergosterol + (coeffpaler 
+ coeffsteer) * atp = ergosterolester + (coeffpaler + coeffsteer) * adp + (coeffpaler + coeffsteer) * 
p 
 
coefflae * lanosterolester + coeffzye * zymosterolester + coefffee * fecosterolester + coeffepe * 
episterolester + coeffere * ergosterolester = se 
 
coefftag * tag + coeffpl * phospholipids + coeffse * se = lipids 
 
(1 / 162) * udpg=(1/ 162) * udp + glycogen 
 
(1 / 162) * udpg=(1/ 162) * udp + glucan 
 
(1 / 203) * udpacetylglucosamine=(1/ 203) * udp + chitin 
 
(1 / 162) * gdpmannose=(1/ 162) * gdp + mannan 
 
coeffglycogen * glycogen + coeffchitin * chitin + coeffglucan * glucan + coeffmannan * mannan + 
(coefftre / 342) * tre=polysacch 
 
Synthèse de la biomasse : 
qttlipids * lipids + qttpolysacch * polysacch + qttrna * rna + qttprotein * protein + qttdna * dna 
=bio 
 
Pour déterminer si l’oléate est effectivement dégradé puis consommé par la cellule ou 
simplement incorporé dans la biomasse, nous avons construit 3 modèles métaboliques 
différents en ajoutant les réactions suivantes : 
- Dans le modèle 1, l’acide oléique est entièrement incorporé dans la biomasse sans 
être dégradé. L’oléate est ainsi converti en stéarate qui est l’acide gras que nous 
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avons choisi comme constituant de la biomasse dans notre modèle. La réaction 
ajoutée est : 
Oléate               stéarate 
 
- Dans le modèle 2, l’acide oléique est entièrement dégradé en acétyl-coA. La réaction 
ajoutée est :  
Oléate + ATP + 8 NAD+ + 7 FAD+ + 9 coA + 8 H2O            9 acétyl-coA + ADP + P + 8 NADH  
+ 7 FADH + 8 H+ 
- Dans le modèle 3, l’acide oléique est entièrement dégradé en succinate. La réaction 
ajoutée est : 
Oléate + ATP + 12,5 NAD+ + 7 FAD+ + 17 H2O           4,5 succinate + ADP + P + 12, 5 NADH 




CHAPITRE 6 : Dosage des enzymes impliquées dans 
le transport du carbone du cytosol vers la 
mitochondrie  
 
VI-A/ Préparation des extraits 
 
Environ 50 mg (poids sec) de cellules sont prélevés, centrifugés pendant 3 minutes à 
4°C. Ils sont ensuite lavés à l’eau à 4°C et centrifugés à nouveau (les culots peuvent être 
conservés à –20°C pendant plusieurs mois). Les extraits sont préparés en vortexant les culots 
cellulaires en présence de 2 g de billes (diamètre 0,2 à 0,5 mm) dans des tubes à paroi épaisse 
(5 mm) dans 1000 µL de tampon d’extraction, pendant  4 cycles de 30 secondes, avec des 
intervalles de 15 secondes minimum dans la glace après chaque cycle. L’extrait est centrifugé à 
2000 RPM pendant 10 minutes à 4°C. L’activité enzymatique est mesurée dans le surnageant. 
 
Tampon d’extraction : (pH=7,1) 
- Tris/HCl : 50 mM 
- Calcium chlorure : 100 mM 
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- EDTA : 1 mM 
- Benzamidine  HCl : 1 mM 
 
VI-B/ Dosage des protéines 
 
Les extraits sont dilués 500 fois dans de l’eau. 1000 µL d’échantillon sont mélangés à 
250 µL de réactif de Bradford et incubés 5 minutes à température ambiante. Parallèlement, une 
gamme étalon de BSA est réalisée dans les mêmes conditions. La quantité de protéines totales 
est estimée par mesure de la DO à 590 nm (spectromètre Hitachi® U-1100) dans une cuve de 
10 mm de trajet optique. 
   
VI-C/ Dosage des activités enzymatiques intra-cellulaires 
 
Il y a trois voies métaboliques distinctes pour transporter le carbone du cytosol vers la 
mitochondrie : la voie Catp, la voie issue du cycle du glyoxylate (nous avons choisi l’activité 
citrate synthase, Citp, comme étant caractéristique de cette voie) et la voie isopropylmalate 
synthase (Leu4/9p). 
 
La mesure de l’activité Catp se fait par suivi de la cinétique des réactions suivantes : 
carnitine + acétyl-coA            acétyl-carnitine + coA 
coA + DTNB  coA-TNB +TNB 
 
La mesure de l’activité Citp se fait par suivi de la cinétique des réactions suivantes : 
oxaloacétate + acétyl-coA         citrate + coA 
coA + DTNB  coA-TNB +TNB 
 
La mesure de l’activité Leup se fait par suivi de la cinétique des réactions suivantes : 
α-kétoisovalérate + acétyl-coA           α-isopropylmalate + coA 
coA + DTNB  coA-TNB +TNB 
 
Pour chaque dosage, la réaction entre le coA et le DTNB libère du TNB, un composé 
jaune qui possède une absorbance caractéristique à 412 nm. 
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Tampon de dosage : (pH=7,7) 
- Tris/HCl : 50 mM 
- Calcium chlorure : 100 mM 
- EDTA : 1 mM 
- Benzamidine  HCl : 1 mM 
 
L’essai est réalisé directement dans une cuve en verre de 10 mm de trajet optique à une 
température de 30°C fixée par un bain-marie. On ajoute successivement les composés 
suivants : 
 
- (930-X) µL de tampon de dosage 
- 80 µL de DTNB 1 g.L-1 (dilué dans du tampon de dosage) 
- X µL d’extrait cellulaire 
- 20 µL d’acétyl-coA 5 mM 
- 10 µL de composé Y 10 mM  où Y est la carnitine pour l’enzyme Catp, 
               l’oxaloacétate pour l’enzyme Citp,  
               l’α-kétoisovalérate pour l’enzyme Leup. 
 
La cuve est placée dans le spectromètre à double faisceaux Hewlett Packard® 8452A, à 
30°C et le composé Y ajouté en dernier. Nous suivons alors l’évolution de l’absorbance à 412 
nm au cours du temps ; c’est une droite et elle va nous permettre de calculer l’activité des 
enzymes.  
 
Sachant que le coefficient d’extinction molaire est ε(TNB) = 14150 L.mol-1.cm-1 à 412 nm, 
A412 = 1 correspond à 70,6 nmol de TNB produit dans 1 mL de mélange réactionnel. Nous 
obtenons alors l’activité spécifique (AS) de chaque enzyme par la formule : 
YXAAS
110006,70)min.( 1412 ×××= −  
où  AS correspond à l’activité spécifique de l’enzyme en mU.mg-1 de protéines. 1 unité 
enzymatique (U) correspond à la quantité d’enzyme qui produit 1 µmol de TNB par 
minute dans les conditions du dosage. 
A412.min-1 correspond à la pente de la droite obtenue lors du dosage en traçant la DO 
en fonction du temps en minute, exprimée en DO.min-1. 
X correspond au volume d’extrait cellulaire utilisé lors du dosage en µL. 
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Y correspond à la quantité de protéines totales en g.L-1. 
 
VI-D/ Validation du dosage des enzymes 
 
Nous prendrons ici l’exemple de la carnitine acétyl transférase, Catp, sachant que la 
validation a été faite pour les trois enzymes. 
 
Dans un premier temps, nous avons vérifié que l’augmentation d’absorbance à 412 nm 
est réellement due à l’activité de la Catp. Pour cela, nous avons ajouté les composés les uns 
après les autres et nous constatons que l’augmentation linéaire de la DO ne se produit que 















Figure 11 : Exemple de tracé obtenu lors du dosage de l’activité Catp par spectrométrie. 
 
 
Ensuite, nous avons déterminé la gamme de validité du dosage. Ainsi, pour un même 
échantillon, nous avons testé divers volumes de suspension cellulaire, le domaine de linéarité 
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CHAPITRE 7 : Thermogravimétrie 
 
14 mL de culture sont prélevés dans un flacon pesé au préalable. La suspension 
cellulaire est centrifugée 5 minutes à 4°C, 4000 RPM. Le surnageant est jeté. Par double pesé, 
on détermine la masse du culot cellulaire. On ajoute alors la masse d’eau distillée telle que 
2
5
×= culoteau mm . 
 Le mélange ainsi obtenu est placé sur une balance thermostatée à 75°C. La balance est 
reliée à un ordinateur qui va nous permettre de suivre la diminution de masse jusqu’à ce que le 
poids se stabilise. Grâce à un programme Matlab® conçu au laboratoire, nous allons pouvoir 
déterminer le pourcentage d’eau de la biomasse humide définie par : 
sèchemassecellulaire-intraeau d' masse
cellulaire-intraeau d' massehumide Xeau /  % +=  
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CHAPITRE 8 : Respirométrie 
 
Le potentiel respiratoire des levures est estimé à l’aide d’un respiromètre YSI (modèle 
5300, Yellow Springs Instruments®, Ohio, USA) équipé de sondes à oxygène sensibles 
présentant un temps de réponse rapide (10 secondes). Le respiromètre permet de suivre la 
pression partielle en oxygène dissous dans une cuve agitée dont la surface de liquide est 
directement au contact d’un cylindre biseauté, permettant ainsi à l’air présent dans le puit de s 
‘échapper par une rainure verticale. Ainsi tout transfert d’oxygène gaz-liquide est évité.  
 
30 mL de milieu CFM (300 mg.L-1 de glucose) sont agités à l’air libre pendant 30 minutes 
à 30°C pour obtenir une saturation du milieu en oxygène. 3 mL sont alors placés dans la cuve 
puis celle-ci est refermée. Le canal vertical permet d’ajouter au moyen d’une seringue 100 µL 
d’extrait cellulaire. 
 
Les échantillons cellulaires sont prélevés dans le milieu puis rapidement injectés dans la 
cuve de respirométrie. La diminution de la pression partielle en oxygène dissous est suivie en 
temps réel et permet d’estimer la respiration cellulaire. La consommation d’oxygène est linéaire 
et nous permet de calculer une vitesse de consommation d’O2 en mmol.h-1. Nous connaissons 
la masse de cellules présentes dans les 100 µL ajoutés, nous pouvons donc calculer une 




CHAPITRE 9 : Dosage de la L,carnitine 
 
La mesure de la concentration en L,carnitine se fait par suivi de la cinétique des 
réactions suivantes à 30°C : 
carnitine + acétyl-coA   acétyl-carnitine + coA 
coA + DTNB  coA-TNB +TNB 
 
La réaction entre le coA et le DTNB libère du TNB, un composé jaune qui possède une 
absorbance caractéristique à 412 nm. Ainsi le suivi de la DO à 412 nm va permettre de suivre la 
libération de TNB directement liée à la consommation de L,carnitine. Lorsque la DO ne varie
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plus, cela veut dire que la L,carnitine a été entièrement consommée.  
 
Tampon de dosage : (pH=7,7) 
- Tris/HCl : 50 mM 
- Calcium chlorure : 100 mM 
- EDTA : 1 mM 
- Benzamidine  HCl : 1 mM 
 
L’essai est réalisé directement dans une cuve en verre de 10 mm de trajet optique à une 
température de 30°C fixée par un bain-marie. On ajoute successivement les composés 
suivants : 
 
- 825 µL de DTNB 1 g.L-1 (dilué dans du tampon de dosage) 
- 100 µL d’extrait cellulaire   
- 50 µL d’acétyl CoA 5 mM  
- 25 µL de Catp commerciale (Sigma®) diluée au 1/10 
 
La cuve est placée dans le spectromètre à doubles faisceaux Hewlett Packard® 8452A 
et à une température de 30°C fixée par un bain-marie et la Catp ajoutée en dernier. 
Nous suivons alors l’évolution de l’absorbance à 412 nm au cours du temps ; au bout de 
30 minutes, la DO ne varie plus, le dosage est terminé. On calcule alors ∆DO = DO(initiale) – 
DO(finale). En traçant ∆DO en fonction de la concentration en L,carnitine pour des solutions 
connues de L,carnitine, on pourra ensuite déterminer la concentration de L,carnitine dans nos 
échantillons. Dans ce dosage, la limite de détection de la L,carnitine est de 2 mg.L-1 (figure 13). 
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CHAPITRE 10 : Biologie  moléculaire 
 
X-A/ Souche, plasmide et milieux utilisés 
 
La souche utilisée au cours de ce travail de biologie moléculaire est une souche CENPK 
auxotrophe pour la leucine (∆leu2). Le plasmide utilisé est le plasmide pRS425ADHCIT2 ; il 
nous a été fourni par Chen et al. (2002). Ce plasmide est un plasmide multi-copies qui contient 
le gène CIT2 (placé sous la direction du promoteur ADH), le marqueur est le gène LEU2 pour S. 
cerevisiae et Amp pour E. coli (figure 14). 





Figure 14 : Carte du plasmide pRS425ADHCIT2. 
 
 
 Les milieux utilisés pour cultiver S. cerevisiae sont les milieux D et B. Pour E. coli, nous 
utilisons les milieux LB et LB-Amp. 
 
Milieu D : 
Pour 1 L : - Extrait de levure : 10 g 
  - Bactopeptone : 20 g 
- Glucose : 20 g 
- Agar : 20 g (pour le milieu solide) 
 
Milieu B : 
Pour 1 L : - Bacto Yeast Nitrogen Base w/o amino acids and ammonium sulfate : 6,7 g 
  - Glucose : 20 g 
- Ammonium sulfate : 5 g 
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- Agar : 20 g (pour le milieu solide) 
Milieu LB : 
Pour 1 L : - Tryptone : 10 g 
  - Extrait de levure : 5 g 
  - Sodium chlorure : 5 g 
- Glucose : 20 g 
- Agar : 10 g (pour le milieu solide) 
  - Ampicilline (25 mg.mL-1) : 2 mL (pour le milieu LB-Amp) 
 
X-B/ Digestion enzymatique en vue d’un gel préparatif ou de contrôle 
 
Nous réalisons le mélange de digestion suivant qui est laissé une heure à 37°C : 
- X µL de plasmide ou de gène (minipreps à ≈ 0,5 µg.µL-1) 
- 1 µL de buffer 10X de l’enzyme 
- 1 µL de BSA 10X 
- 0,3 µL d’enzyme 
- (8-X) µL d’eau 
 
Les enzymes et les buffers utilisés sont fournis par Biolabs® et sont les suivants : 
- Xba I dans le buffer 2 
- Hind III dans le buffer 2 
- Sac I dans le buffer 1 
- Kpn I dans le buffer 1 
 
X-C/ Gel d’agarose de contrôle ou préparatif 
 
Les gels utilisés sont des gels d’agarose à 0,8 %, ils sont réalisés dans du tampon TAE 
0,5X et dans un champ électrique de 100 V. Nous utilisons du bleu de charge et un marqueur de 
taille 10 kB pour suivre la migration de l’ADN. Lorsque la migration est terminée, le gel est placé 




                                                                                                                           Chapitre 10 : Biologie moléculaire 
 94
X-D/ Transformation d’une souche E. coli 
 
Le plasmide que l’on souhaite incorporer dans E. coli est ajouté à 50 µL d’E. coli thermo-
compétentes. Le mélange ainsi obtenu est laissé 15 minutes dans la glace, subit un choc 
thermique de 45 secondes à 42°C puis est replacé 5 minutes dans la glace. Il est ensuite étalé 
sur boîte LB-Amp. Les boîtes sont incubées à 37°C. Une fois la croissance terminée, on 
récupère les clones et on purifie les plasmides par minipreps. 
 
X-E/ Minipréparations d’ADN plasmidique 
 
La réalisation des minipreps se fait selon le principe de la lyse alcaline suivie d’une 
purification sur colonne d’affinité selon les instructions fournies dans le kit QUIA prep 
(QUIAGEN®). 
 
X-F/ Transformation d’une souche S. Cerevisiae 
 
La méthode utilisée pour transformer S. cerevisiae est la méthode utilisant l’acétate de 
lithium. Nous suivons le protocole suivant, développé et optimisé par le laboratoire du 
professeur Gietz (www.umanitoba.ca/faculties/medicine/units/biochem/gietz/method.html). 
 
1- 5 mL de milieu D sont inoculés avec la souche que l’on souhaite transformer et incubés 
sur une table agitante pendant la nuit à 30°C. 
 
2- Après la nuit, la densité optique (DO) à 600 nm de cette prés-culture est mesurée. 10 mL 
de milieu D sont alors inoculés à DO = 0,1 à partir de cette prés-culture. 
 
3- Les 10 mL sont incubés sur une table agitante à 30°C jusqu’à DO = 1 à 2, c'est-à-dire 
entre 3 et 5 heures. 
 
4- La culture est transférée dans un tube de centrifugation stérile et centrifugée 5 minutes à 
3000 g. 
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5- Le surnageant  est éliminé. Les cellules sont resuspendues dans 2,5 mL d’eau stérile et 
centrifugées à nouveau 5 minutes à 3000 g. 
 
6- Le surnageant  est éliminé. Les cellules sont resuspendues dans 1 mL d’acétate de 
lithium (LiAc) 100 mM et transférées dans un eppendorf de 1,5 mL. 
 
7- La suspension cellulaire est centrifugée 15 secondes et le surnageant éliminé. 
 
8- Les cellules sont resuspendues dans un volume final de 100 µL en ajoutant 80 µL de 0,1 
M LiAc. 
 
9- L’ADN simple brin est mis à bouillir pendant 5 minutes puis très rapidement refroidi dans 
la glace. 
 
10- La suspension de l’étape 8 est vortexée. 50 µL d’échantillon sont prélevés puis 
centrifugés 20 secondes, le LiAc est alors éliminé à l’aide d’un pipette. 
 
11- Le mix de transformation fait 360 µL au total et est constitué de : 
- 240 µL de PEG (50 % w/v) 
- 36 µL de LiAc 1,0 M 
- 50 µL d’ADN simple brin (2 mg.mL-1) 
- 5 µL de plasmide 
- 29 µL d’eau stérile 
 
12- Le mélange est vortexé jusqu’à ce que le culot soit entièrement dissous. 
 
13- Le tube est incubé 30 minutes à 30°C. 
 
14- Un choc thermique est réalisé à 42°C pendant 20 minutes. 
 
15- Le tube est centrifugé à 6000 RPM pendant 15 secondes, le mix de transformation est 
éliminé avec une pipette. 
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16- 1mL d’eau stérile est ajouté dans le tube pour resuspendre le culot en pipetant 
doucement de haut en bas. Après ce lavage, la suspension cellulaire est centrifugée à 
6000 RPM pendant 15 secondes. 
 
17- Le culot est resuspendu dans 200 µL d’eau. Les 200 µL sont séparés en : 
- 20 µL + 180 µL d’eau qui sont étalés sur une boîte B 
- 180 µL qui sont étalés sur une boîte B 
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Ce travail s’inscrit dans une problématique plus large dont le but est de déterminer la 
ou les étapes contrôlant l’effet Crabtree chez S. cerevisiae. L’effet Crabtree correspond à la 
transition respiro-fermentaire. Au cours de cette transition, la levure passe d’un métabolisme 
oxydatif où le rendement en biomasse est maximum à un métabolisme oxydo-réductif où le 
rendement en biomasse est beaucoup plus faible. 
Ainsi, réduire l’effet Crabtree est un intérêt majeur dans les industries où le 
rendement en biomasse doit être maximisé telle que la production de levures de boulangerie 
ou de protéines hétérologues. 
 
En étudiant la bibliographie, nous avons décidé de nous intéresser au rôle du 
transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie dans l’effet Crabtree court-terme chez 
S. cerevisiae. 
Pour déterminer si ce transport exerce un contrôle dans la bascule métabolique, nous 
avons mis en place une stratégie qui consiste à faire varier l’activité d’une enzyme et à 
analyser l’effet de ces variations sur un flux métabolique cible. Ici, nous avons donc décidé 
de faire varier l’activité du transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie et d’analyser 
les répercussions de cette stimulation sur l’effet Crabtree court-terme.  
 
Pour stimuler le transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie, plusieurs 
approches sont possibles : une approche biomoléculaire et une approche de type génie 
microbiologique. 
 
Dans un premier temps, nous avons opté pour une approche de type génie 
microbiologique. Il s’agissait d’introduire en chémostat sous limitation glucose en mode 
oxydatif un second substrat carboné susceptible de stimuler les systèmes enzymatiques 
impliqués dans le transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie.  
Le premier co-substrat utilisé a été l’oléate. Elgersma et al. (1995) ont en effet 
constaté qu’en présence d’oléate l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl Transférase (une 
des enzymes impliquées dans le transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie) est 
plus importante.  
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Par la suite, nous avons ajouté en chémostat sous limitation glucose en mode 
oxydatif de la L,carnitine, le substrat préférentiel de la Carnitine Acétyl Transférase (Catp). 
Nous avons également réalisé des chémostats glucose/oléate/carnitine.  
Le dernier co-substrat testé fut le succinate ; c’est un des produits finaux de la β-
oxydation de l’oléate ; il s’agit ici de dissocier « l’effet substrat » et « l’effet génétique » de 
l’oléate.  
 
Enfin, nous avons construit un mutant cit2+ (qui surexprime le gène CIT2 qui code 
pour la citrate synthase, une des enzymes impliquées dans le transport du carbone du 
cytosol vers la mitochondrie). 
 
De manière à quantifier l’effet de ces perturbations sur l’apparition de la transition 
respiro-fermentaire, nous avons réalisé des ajouts pulsés de glucose en régime permanent 
sur des cellules cultivées en chémostat purement oxydatif. Ce procédé est largement 
répandu dans la communauté scientifique pour l’étude de l’effet Crabtree court-terme 
(Flickweert et al., 1999 ; van Maris et al., 2001). 
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CHAPITRE 1 : Analyse de la transition respiro-
fermentaire en chémostat sur glucose seul 
  
La culture continue sur glucose seul de la souche sauvage S. cerevisiae CENPK113-
7D va servir de référence à la suite de l’étude.  
Nous pourrons ainsi comparer les résultats obtenus sur glucose seul pour la souche 
sauvage aux résultats trouvés dans le cas d’une double alimentation ou de la culture d’un 
mutant. En particulier, les différences observées suite à un ajout pulsé de glucose nous 
permettrons d’apporter des informations sur le rôle de l’ajout de tel ou tel co-substrat ou sur 
le rôle d’une enzyme dans la transition respiro-fermentaire. 
 
I-A/ Régime Permanent 
 
La levure S. cerevisiae CENPK113-7D est cultivée en culture continue aérobie sur 
glucose seul à un taux de dilution de D = 0,16 h-1 ; la concentration en glucose dans le milieu 
d’alimentation est proche de 38 g.L-1. Le taux de dilution critique (Dc) de cette souche est 
égal à 0,30 h-1  (Blom et al., 2000 ; Van Hoek et al., 2000). Ainsi, à D = 0,16 h-1, la levure a 
un métabolisme purement oxydatif. Le glucose est alors entièrement oxydé. Les seuls 
produits formés sont la biomasse et le CO2 ; la concentration en biomasse est égale à 18,7 
g.L-1 ± 0,1. En régime permanent, les concentrations en éthanol, acide acétique et glycérol 
sont nulles. 
 
I-A-1/ Rendements et quotient respiratoire 
 
En métabolisme complètement respiratoire, le rendement en biomasse est maximum, 
il vaut 0,50 g de biomasse par g de glucose (tableau 4). Ce rendement est le rendement 
classique trouvé pour la souche CENPK113-7D en métabolisme purement oxydatif dans la 
littérature (Blom et al., 2000 ; Flikweert et al., 1999 ; Van Hoek et al., 2000). Le fait que le 
quotient respiratoire (QR) soit égal à 1 confirme le métabolisme purement oxydatif de la 
levure en régime permanent à D = 0,16 h-1. 
 
En régime permanent, à D = 0,16 h-1, la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène est de 3,92 mmol.h-1.gMS-1. Pour la souche S. cerevisiae CENPK113-7D, van 
Hoek et al. (2000) ont mesuré une vitesse spécifique de consommation d’oxygène de 2,6 
mmol.h-1.gMS-1 à D = 0,105 h-1. Tant que le métabolisme de la levure reste purement 
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oxydatif, il y a proportionnalité entre le taux de croissance (qui est égal au taux de dilution en 
chémostat lors du régime permanent) et la vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
(Van Hoek et al., 2000). Ainsi, si on se base sur les valeurs de van Hoek et al. (2000), on 
trouverait qO2 = 3,96 mmol.h-1.gMS-1 pour D = 0,16 h-1. A titre de comparaison, pour la 
souche CBS 8066, Verduyn et al. (1992) trouvent qO2 = 2,5 mmol.h-1.gMS-1 pour D = 0,1 h-1 ; 
ce qui donne qO2 = 4 mmol.h-1.gMS-1 pour D = 0,16 h-1.  







QR = est égal à 1 dans notre expérience et dans la 
littérature, on peut donc faire un raisonnement comparable pour qCO2. Il apparaît donc que le 
comportement de notre culture de levures en régime permanent à D = 0,16 h-1 est semblable 














0,50 ± 0,01 0,57 ± 0,01 0,65 ± 0,01 0,65 ± 0,01 1,00 93% 92%
 
Tableau 4 : Rendements, quotient respiratoire, bilans carbone et rédox en régime permanent à D = 
0,16 h-1 sur glucose seul. Les écart-types sont calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
Les rendements présentés ci-dessus sont exprimés en Cmol.Cmol-1. La Cmole 
représente le nombre de moles ramené à une unité de carbone. On s’affranchit ainsi du 
nombre d’atomes de carbone qui composent la molécule. L’utilisation de la Cmole permet 





 En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
par la levure. Des levures sont prélevées dans le bioréacteur et placées immédiatement 
dans les « cuves de respirométrie », ainsi la vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
mesurée est effectivement le reflet du potentiel respiratoire des cellules dans les conditions 
de culture que nous leur imposons, c'est-à-dire le chémostat en mode oxydatif.  
Au cours de sa thèse, Vincent Guillou (1996) a montré qu’en chémostat glucose 
limitant en mode oxydatif, la vitesse spécifique de consommation d’oxygène mesurée grâce 
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au respiromètre est toujours supérieure à celle observée dans le réacteur. En chémostat 
oxydatif, lorsqu’il augmente le taux de dilution, la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène dans le réacteur augmente alors que la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène mesurée en respirométrie reste identique et maximale. Il conclut que le 
respiromètre permet de mesurer la vitesse spécifique maximale de consommation d’oxygène 
de la levure S. cerevisiae. 
 
En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
égale à 8,8 mmol.h-1.gMS-1 ± 1,3 (l’écart-type est calculé à partir de 5 échantillons 
indépendants). Cette valeur est supérieure à celle mesurée en régime permanent dans le 
réacteur (3,9 mmol.h-1.gMS-1). Cette valeur de vitesse spécifique maximale est d’ailleurs en 
accord avec les données présentes dans la littérature. En effet, au taux de dilution critique 
Dc = 0,3 h-1, van Hoek et al. (2000) ont mesurée une vitesse spécifique maximale de 8 
mmol.h-1.gMS-1 pour la souche CENPK113-7D.  
 
I-B/ Ajout pulsé de glucose (10 g.L-1) 
 
En chémostat oxydatif, l’ajout pulsé de glucose en régime permanent est un moyen 
couramment utilisée pour étudier l’effet Crabtree court-terme (Flickweert et al., 1999 ; van 
Maris et al., 2001). En effet, lors d’un  ajout pulsé de glucose, la levure passe en 
métabolisme respiro-fermentaire ; ceci est caractérisé en particulier par une production 
d‘éthanol et un quotient respiratoire qui devient supérieur à l’unité.  
 
Dans notre cas, suite à un ajout pulsé de glucose (concentration initiale égale à 10 
g.L-1) en régime permanent à D = 0,16 h-1, le métabolisme bascule vers le respiro-
fermentaire. Suite à l’ajout pulsé de glucose, on assiste ainsi à une production d’éthanol, 
d’acétate et de glycérol. Par contre, la concentration en biomasse reste constante. 
L’évolution des concentrations extra-cellulaires est présentée dans la figure 15. 
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Figure 15 : Evolution des concentrations extra-cellulaires en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose seul 
suite à un ajout pulsé de glucose (au temps t = 0 h). Les sigles correspondent aux valeurs 
expérimentales. Les tracés correspondent aux valeurs recalculées par Lirec.   
 
 
La répartition du glucose total consommé et du glucose apporté par le pulse est 















consommé 0,25 0,02 0,03 0,27
Glucose apporté en 
excés 0,00 0,05 0,06 0,46
2,47 102% 92%
 
Tableau 5 : Rendements, quotient respiratoire final, bilans carbone et rédox suite à un ajout pulsé de 
glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose seul. 
 
 
Dans la littérature, lorsque Flikweert et al. (1999) réalisent un ajout pulsé de glucose 
(50 mM) en régime permanent à D = 0,1 h-1, ils observent une production d’éthanol (60 mM), 
d’acétate (10 mM) et de glycérol (2,6 mM) alors que la concentration en biomasse reste 
constante. Dans notre cas, à partir de 56 mM de glucose, nous assistons à la synthèse de 
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63 mM d’éthanol, 9 mM d’acétate, 4 mM de glycérol et aucune augmentation de la 
concentration en biomasse. Hormis une légère différence au niveau du glycérol,  on constate 
que nos résultats sont proches de ceux de Flikweert et al. (1999). 
 
Lors de l’ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire devient supérieur à l’unité. 
Son évolution ainsi que celle des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 sont présentées en figure 16. Nous ne pourrons pas comparer l’évolution 
des vitesses spécifiques d’O2 et CO2 que nous trouvons suite à un ajout pulsé de glucose 
par rapport à la littérature car de tels profils ne sont pas disponibles. Dans leurs différents 
travaux, les auteurs notent, suite à un ajout pulsé de glucose, une augmentation du quotient 
respiratoire sans préciser l’évolution des vitesses spécifiques des composés gazeux.  
On constate que la vitesse spécifique de consommation d’oxygène augmente suite à 
un ajout pulsé de glucose mais qu’elle n’atteint pas la valeur maximale trouvée en 
respirométrie : suite à l’ajout pulsé, qO2 atteint une valeur maximale de 5,39  mmol.h-1.gMS-1 
alors qu’en respirométrie qO2max = 8,75 mmol.h-1.gMS-1. 
 
 
 Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.










































Capacité respiratoire maximale 
(qO2max)
 
Figure 16 : Evolution du quotient respiratoire, des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose seul suite à un ajout pulsé de glucose (au 
temps t = 0 h). 
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CHAPITRE 2 : Analyse de la transition respiro-
fermentaire en chémostat glucose/oléate 
 
 Pour Postma et al. (1989), la transition respiro-fermentaire est due à une activité 
limitante de l’acétyl-coA synthétase. Sa saturation entraîne l’accumulation d’acétate. L’acide 
acétique accumulé et non métabolisé a un effet découplant sur la respiration. La production 
maximale d’ATP par la mitochondrie est alors atteinte. Ainsi, pour générer de l’ATP 
supplémentaire, le micro-organisme utilise la voie fermentaire ; il y a alors production 
d’éthanol, c’est l’effet Crabtree.  
L’amplification de l’acétyl-coA synthétase par De Jong-Gubbels et al. (1998) n’a pas 
permis de réduire la quantité d’acétate formée ni de limiter l’apparition de la bascule 
métabolique. Cette enzyme n’est donc pas limitante dans le processus. La limitation se situe 
donc en aval de cette enzyme, peut-être au niveau du transport de l’acétyl-coA du cytosol 
vers la mitochondrie. D’aprés la bibliographie, le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la 
mitochondrie est assuré par la Carnitine Acétyl Transférase (Catp). Dans ce travail, nous 
avons donc focalisé notre étude sur cette enzyme. 
Elgersma et al. (1995) ont constaté que l’activité spécifique de la Catp était plus 
importante pour des levures cultivées sur acide oléique comme seule source de carbone. 
Ainsi, pour stimuler le transport de l’acétyl-coA cytosolique vers la mitochondrie via la Catp, 
nous avons décidé de réaliser des cultures continues sur substrats mixtes glucose/acide 
oléique (figure 17). Ensuite, pour étudier l’effet d’une telle stimulation sur la transition respiro-
fermentaire, nous avons réalisé un ajout pulsé de glucose en régime permanent. Si, 
consécutivement à cet ajout pulsé de glucose en chémostat glucose/oléate, la quantité 
d’éthanol produit est inférieure à celle synthétisée lors d’un ajout pulsé de glucose en 
chémostat sur glucose seul, on pourra conclure que l’oléate a un effet positif sur la limitation 































Figure 17 : Schéma de la stratégie glucose/oléate. 
 
 
II-A/ Chémostat sur glucose/oléate 
 
II-A-1/ Régime Permanent 
 
La levure S. cerevisiae CENPK113-7D est cultivée en culture continue aérobie sur 
glucose/oléate, la concentration en glucose dans le milieu d’alimentation est proche de 40 
g.L-1. l’ajout de glucose et d’oléate se fait pas 2 alimentations différentes. Pour le glucose, le 
taux de dilution est égal à D = 0,16 h-1 ; pour l’oléate, 2 taux de dilution ont été testés : Dol = 
0,0041 et 0,0073 h-1.  
 
Dans ce type de chémostat, la concentration résiduelle en glucose est nulle mais il 
reste de l’oléate résiduel dans le réacteur. La concentration résiduelle en oléate est égale à 
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Malgré l’ajout d’oléate, le métabolisme de la levure reste purement oxydatif. Les seuls 
produits formés sont la biomasse et le CO2 ; il n’y a pas d’éthanol en régime permanent.  
Pour Dol = 0,0041 h-1, à partir d’une concentration en glucose de 43 g.L-1, on obtient 
une concentration en biomasse de 20,3 g.L-1 ± 0,4. Pour Dol = 0,0073 h-1, à partir d’une 
concentration en glucose de 38 g.L-1, on obtient une concentration en biomasse de 22,8 g.L-1 
± 0,3.  
 
On constate que lorsque l’apport d’oléate augmente, la vitesse spécifique de 
consommation d’oléate (qol) augmente également. Pour  Dol = 0,0041 h-1, qol = 0,35 
mCmol.gMS-1.h-1 alors que pour Dol = 0,0073 h-1, qol = 1,64 mCmol.gMS-1.h-1. L’oléate 
représente 3 % du carbone total consommé pour  Dol = 0,0041 h-1 et 15 % pour Dol = 
0,0073 h-1. 
 
II-A-1-1/ Rendements et quotient respiratoire 
 
Les rendements obtenus en régime permanent pour les diverses alimentations en 
oléate sont présentés dans le tableau 6.  
On constate que le quotient respiratoire est légèrement inférieur à l’unité lorsque Dol 














Dol = 0,0041 h-1 0,53 ± 0,09 0,83 ± 0,17 0,83 ± 0,17 1,00 96% 93% 0,35
Dol = 0,0073 h-1 0,57 ± 0,10 0,73 ± 0,14 0,70 ± 0,14 0,96 98% 91% 1,64
 
Tableau 6 : Rendements, quotient respiratoire, bilans carbone et rédox en régime permanent à D = 
0,16 h-1 sur glucose/oléate à divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types sont calculés à 
partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
Dans ce paragraphe, nous allons détailler les équations-bilans des oxydations 
complètes du glucose et de l’oléate. Ainsi, nous pourrons calculer les quotients respiratoires 
théoriques en métabolisme purement oxydatif sur glucose seul et sur oléate seul. Une fois 
que nous aurons calculé ces 2 quotients respiratoires, nous pourrons expliquer pourquoi le 
quotient respiratoire change lorsque Dol = 0,0073 h-1.  
L’oxydation complète du glucose donne l’équation suivante : 
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C6H12O6 +  6 O2                6 CO2 + 6 H2O  







2 ===QR  
L’oxydation complète de l’oléate donne l’équation suivante : 
C18H34O2 +  2
51
 O2                18 CO2 + 17 H2O  







2 ===QR  
 
Sur glucose/oléate, à Dol = 0,0073 h-1, la consommation d’oléate est relativement 
importante, elle correspond à 15 % du carbone consommé.  Dans ce cas-là, le fait que le 
quotient respiratoire soit inférieur à l’unité (0,96) et s’oriente vers la valeur de 0,71 
(caractéristique d’une croissance purement oxydative sur oléate en tant que seule source de 
carbone) traduit une consommation effective d’oléate. On peut penser que si l’on augmentait 
encore la proportion d’oléate apporté, le quotient respiratoire diminuerait encore plus.  
Par contre, à Dol = 0,0041 h-1, la consommation d’oléate est plus faible, elle ne 
correspond qu’à 3 % du carbone consommé. Dans ce cas-là, le fait que le quotient 
respiratoire soit égal à 1 et ne diminue pas malgré la présence d’oléate s’explique par la 
faible proportion d’oléate consommé. La quantité d’oléate consommée est trop faible pour 
influencer de manière significative la valeur du quotient respiratoire. 
 
II-A-1-2/ Mesures de l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl 
Transférase 
 
 Les activités spécifiques de la carnitine acétyl tranférase mesurées en régime 
permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose/oléate sont présentées dans le tableau 7. Lorsque 
l’apport d’oléate augmente, l’activité spécifique de cette enzyme augmente également. Ce 
résultat va dans le sens de ceux de Elgersma et al. (1995) et valide donc notre stratégie du 
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Alimentation AS Catp (U.mg-1)
Dol = 0,0041 h-1 33,1 ± 1,3
Dol = 0,0073 h-1 62,4 ± 1,4  
Tableau 7 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose/oléate 






 En respirométrie, nous mesurons des vitesses spécifiques de consommation 
d’oxygène égales à 11,4 mmol.h-1.gMS-1 ± 0,7 pour  Dol = 0,0041 h-1 et 9,0 mmol.h-1.gMS-1 ± 
1,3 pour Dol = 0,0073 h-1. Dans chaque cas, l’écart-type est calculé à partir de 5 échantillons 
indépendants. 
 
II-A-2/ Ajout pulsé de glucose (10 g.L-1) 
 
Lors d’un  ajout pulsé de glucose (concentration initiale égale à 10 g.L-1) en régime 
permanent, la levure passe en métabolisme respiro-fermentaire. L’évolution des 
concentrations extra-cellulaires est présentée dans les figures 18 et 19.  
Lors des chémostats en co-substrat glucose/oléate, il reste de l’oléate en solution 
dans le réacteur en régime permanent. De fait de la présence de cette émulsion, les valeurs 
de concentration de biomasse peuvent être sujettes à des variabilités expérimentales 
importantes. Ainsi, lors de la réconciliation des valeurs obtenues suite à un ajout pulsé de 
glucose avec le logiciel LIREC (cf chapitre IV-C de matériels et méthodes), les valeurs de 
biomasse ont été recalculées à partir des bilans carbones et élémentaires pendant cet état 
transitoire. Ce calcul nous permet de conforter l’observation d’une production de biomasse à 
la suite du pulse de glucose. L’écart maximum observé entre les valeurs expérimentales de 
biomasse et les valeurs recalculées avec le logiciel LIREC est égal à 20%. 
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Figures 18 et 19 : Evolution des concentrations extra-cellulaires à D = 0,16 h-1 sur glucose/oléate à 
divers taux de dilution en oléate (Dol) suite à un ajout pulsé de glucose (au temps t = 0 h). Le tracé de 
biomasse ne correspond pas à la concentration de biomasse présente dans le réacteur mais à 
∆biomasse = (biomasse – biomasse en régime permanent). Les sigles correspondent aux valeurs 
expérimentales. Les tracés correspondent aux valeurs recalculées par Lirec.    
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En présence d’oléate, suite à l’ajout pulsé de glucose, on assiste à une production 
d’éthanol, d’acétate et de glycérol. On note également une production de biomasse. Plus 
l’apport d’oléate est important, plus la concentration finale en éthanol est faible, et plus la 
production de biomasse est importante.  
 
On constate aussi que lorsque l’apport d’oléate augmente, le temps nécessaire pour 
une consommation complète du glucose ajouté est plus important : pour Dol = 0,0041 h-1, il 
dure 60 minutes alors que pour Dol = 0,0073 h-1, il dure 70 minutes. Lorsque le taux 
d’alimentation augmente, la détection d’éthanol est plus tardive : 10 minutes pour Dol = 
0,0041 h-1 contre  15 minutes pour Dol = 0,0073 h-1. 
 
En présence d’oléate, la répartition du glucose apporté par le pulse est présentée 












QR final bilan carbone
bilan 
rédox
Dol = 0,0041 h-1 0,20 0,06 0,07 0,37 2,04 100% 94%
Dol = 0,0073 h-1 0,31 0,06 0,07 0,27 1,85 104% 98%
 
Tableau 8 : Rendements, quotient respiratoire final, bilans carbone et rédox suite à un ajout pulsé de 
glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/oléate à divers taux de dilution en oléate (Dol). 
 
 
Lors de l’ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire devient supérieur à l’unité. 
Son évolution ainsi que celle des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 sont présentées en figures 20 et 21. On constate qu’en présence 
d’oléate, la vitesse spécifique de consommation d’oxygène augmente très peu suite à un 
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Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.












































Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.









































Figures 20 et 21 : Evolution du quotient respiratoire, des vitesses spécifiques de consommation d’O2 
et de production de CO2 en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/oléate à divers taux de dilution en 
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II-B/ Comparaison des chémostats sur glucose et glucose/oléate 
 
 L’objectif de l’ajout d’oléate était d’induire la sur-expression de la Carnitine Acétyl 
Transférase (Catp) impliquée dans le transport du carbone issu de l’acétyl-coA cytosolique 
vers la mitochondrie chez S. cerevisiae CENPK113-7D et d’étudier l’effet de cette 
perturbation sur la transition respiro-fermentaire.  
 
Pour cela, des chémostats sur substrat mixte glucose/acide oléique ont été réalisés. 
L’alimentation en oléate reste faible : il s’agit de stimuler le transport de l’acétyl-coA du 
cytosol vers la mitochondrie via la Catp et non de complètement perturber le métabolisme de 
la levure. Dans le cas où  Dol = 0,0041 h-1, l’oléate représente 3 % du carbone total 
consommé alors que le cas où  Dol = 0,0073 h-1, l’oléate représente 15 % du carbone total 
consommé.  
Comme nous l’avons déjà dit, en co-substrat glucose/oléate, la mesure de la 
biomasse sèche peut avoir une variabilité jusqu’à 20%. Les différences constatées sur les 
rendements Rx,s, Ro2,x et Rco2,x (tableau 9) entre les chémostats sur glucose seul et sur 
glucose/oléate ne sont donc pas significatives et sont probablement dues à des erreurs de 
mesure de la masse sèche en présence d’oléate. En effet, pour Dol = 0,0041 h-1 si on utilise 
les rendements obtenus sur glucose seul pour recalculer la biomasse formée en régime 
permanent, le bilan carbone boucle à 100 % au lieu de 96 % et le bilan rédox boucle à 100 











Dol = 0 h-1 0,57 ± 0,01 0,65 ± 0,01 0,65 ± 0,01 1,00 0
Dol = 0,0041 h-1 0,53 ± 0,09 0,83 ± 0,17 0,83 ± 0,17 1,00 0,35
Dol = 0,0073 h-1 0,57 ± 0,10 0,73 ± 0,14 0,70 ± 0,14 0,96 1,64
 
Tableau 9 : Rendements, quotient respiratoire et vitesse spécifique de consommation d’oléate en 
régime permanent à D = 0,16 h-1 pour divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types sont 
calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
 Dans le cas d’une oxydation complète du glucose seul, le quotient respiratoire est 
égal à 1. Dans le cas d’une oxydation complète de l’oléate seul, le quotient respiratoire serait 
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en théorie de 0,71. Ainsi à Dol = 0,0073 h-1, lorsque la consommation d’oléate est importante 
(15 % du carbone total consommé), le fait que le quotient respiratoire passe légèrement en 
dessous de l’unité en régime permanent (tableau 9) traduit une consommation effective de 
l’oléate par la levure. Au contraire, à Dol = 0,0041 h-1, le quotient respiratoire ne diminue pas, 
ceci à cause du fait que la consommation d’oléate est plus faible (3 % du carbone total 
consommé). Dans ce cas-là, la consommation d’oléate n’est pas assez importante pour avoir 
un effet significatif sur le quotient respiratoire. Une autre explication à la diminution du 
quotient respiratoire pourrait être l’effet découplant de l’acide oléique (Polcic et al., 1997). 
Ainsi, la présence d’acide oléique entraînerait une augmentation de la vitesse de 
consommation d’O2 tandis que la vitesse de production de CO2 resterait la même ; on 
assisterait donc bien à une baisse de la valeur du quotient respiratoire.  
  
Le dosage de la carnitine acétyl transférase (Catp) confirme la sur-expression de 
cette enzyme en présence d’oléate (tableau 10). Pour Dol = 0,0041 h-1, l’activité spécifique 
de la Catp est 1,4 fois plus importante qu’en chémostat sur glucose seul. Pour Dol = 0,0073 
h-1, elle est 2,6 fois plus importante qu’en chémostat sur glucose seul. Ces données 
confirment les résultats obtenus par Elgersma et al. (1995) qui ont observé une 
augmentation de l’activité spécifique de la Catp pour des cellules cultivées sur acide oléique 
comme seule source de carbone. 
 
 
Alimentation AS Catp (U.mg-1)
Dol = 0 h-1 23,9 ± 1,5
Dol = 0,0041 h-1 33,1 ± 1,3
Dol = 0,0073 h-1 62,4 ± 1,4  
Tableau 10 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur 
glucose/oléate à divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types sont calculés à partir de 4 
échantillons indépendants.  
 
 
On constate que plus l’apport en oléate est important, plus l’activité spécifique de la 
Catp est importante (figure 22). Il semble donc que l’apport en oléate permette de fixer le 
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Figure 22 : Evolution de l’activité spécifique Catp en fonction de la vitesse spécifique de 
consommation de l’oléate. Les points supplémentaires viennent de chémostats pour lesquels nous 
n’avons pas fait d’ajout pulsé de glucose. 
 
 
En respirométrie, nous mesurons des vitesses spécifiques de consommation 
d’oxygène plus importantes en présence d’acide oléique. Il s’agit de vitesses spécifiques et 
donc la concentration en biomasse intervient dans le calcul. Ainsi, les différences observées 
proviennent probablement des erreurs de mesure de la masse sèche. 
 
De manière à quantifier l’effet de la perturbation due à l’ajout d’oléate sur l’apparition 
de la transition respiro-fermentaire, nous avons réalisé sur les cellules cultivées en 
chémostat en régime permanent un ajout pulsé de glucose. 
Suite à cet ajout pulsé de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) en régime permanent, 
en présence d’oléate, les levures produisent moins d’éthanol : 21 % de baisse pour Dol = 
0,0041 h-1 et 42 % de baisse pour Dol = 0,0073 h-1. Les productions de glycérol et acétate 
restent quasiment inchangées. En chémostat sur glucose seul, la concentration en biomasse 
reste constante ; au contraire, en présence d’oléate la concentration en biomasse augmente 
légèrement : 20 % du glucose apporté en excès est converti en biomasse lorsque Dol = 
0,0041 h-1 et 31 % lorsque Dol = 0,0073 h-1. La répartition du glucose apporté par le pulse 
est donnée dans la figure 23. 
 


























Figure 23 : Répartition du glucose apporté lors du pulse de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur 
glucose/oléate à divers taux de dilution en oléate (Dol).  
 
 
 Le temps nécessaire pour consommer tout le glucose ajouté est également plus 
important en chémostat glucose/oléate qu’en chémostat sur glucose seul. Sur glucose seul, 
la consommation des 10 g.L-1 de glucose ajouté dure 50 minutes alors qu’elle dure 60 
minutes pour Dol = 0,0041 h-1 et 70 minutes pour Dol = 0,0073 h-1. Cette différence souligne 
donc une vitesse de consommation de glucose plus faible en présence d’oléate.  
On note aussi un délai dans l’apparition de l’éthanol : sur glucose seul, l’éthanol est 
détecté au bout de 5 minutes ; sur glucose-oléate, l’éthanol apparaît au bout de 10 minutes 
lorsque Dol = 0,0041 h-1 et 15 minutes pour Dol = 0,0073 h-1. 
 
 Pour vérifier si l’augmentation transitoire de la concentration en masse sèche était 
effectivement due à une croissance cellulaire et pas à un stockage de réserves (qui se 
traduirait également par une augmentation de la masse sèche cellulaire), nous avons 
mesuré les concentrations intra-cellulaires en tréhalose et en glycogène. Le dosage ne 
révèle aucune augmentation de la concentration des sucres de réserves suite à l’ajout pulsé 
de glucose en chémostat glucose/oléate, leur contenu reste identique à celui mesuré en 
régime permanent (0,3 %).   
Au cours de la culture, le pH du réacteur est maintenu à la valeur de 5 par addition de 
soude. La soude ajoutée a plusieurs utilités : en régime permanent, la soude sert à 
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neutraliser les acides produits par la respiration, la consommation des composés basiques 
du milieu tel que le phosphate et l’apport en milieu (le milieu d’alimentation a un pH égal à 
4,7). Suite à l’ajout pulsé de glucose, il faut en plus neutraliser l’acide acétique produit par 
les levures. En suivant le volume de soude ajouté au cours de la fermentation, on peut 
déterminer une vitesse spécifique de consommation de soude. En régime permanent, la 
vitesse spécifique de consommation de soude est égale à 0,67 mmol.h-1.gMS-1 en chémostat 
sur glucose seul, 0,65 mmol.h-1.g-1 pour Dol = 0,0041 h-1 et 0,61 mmol.h-1.gMS-1 pour Dol = 
0,0073 h-1. Suite à l’ajout pulsé de glucose, elle atteint 1,29 mmol.h-1.gMS-1 en chémostat sur 
glucose seul, 1,43 mmol.h-1.gMS-1 pour Dol = 0,0041 h-1 et 1,70 mmol.h-1.gMS-1 pour Dol = 
0,0073 h-1 (figure 24). Etant donné que la quantité d’acétate produit par les levures suite à un 
pulse de glucose est sensiblement la même en présence ou en absence d’oléate, la quantité 
de soude utilisée pour neutraliser l’acétate est identique quelque soit le type d’alimentation 
du chémostat. On peut donc penser que l’excès de soude consommé en présence d’oléate 
est dû à une croissance cellulaire. Lorsque Dol = 0,0073 h-1, l’augmentation de la 
concentration en biomasse suite à un ajout pulsé de glucose est plus importante que lorsque 
Dol = 0,0041 h-1 ; ceci coïncide avec le fait que la consommation de soude  est également 
plus importante pour Dol = 0,0073 h-1. Ces résultats montrent donc que l’augmentation de la 
concentration en masse sèche consécutivement à un ajout pulsé de glucose en chémostat 











Figure 24 : Profil de consommation de base en chémostat glucose seul et en chémostat 




La réduction de la quantité d’éthanol formé suite à l’ajout pulsé de glucose en 
présence d’oléate ainsi que la production de biomasse laisse à penser que lorsqu’on ajoute 
de l’acide oléique, le flux  de carbone est redirigé de la voie fermentaire vers la voie 
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respiratoire. Cette hypothèse d’un métabolisme plus oxydatif est confirmée par le fait que 
suite à un ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire atteint une valeur maximale de 2,47 
alors qu’elle est de 2,04 quand Dol = 0,0041 h-1 et 1,85 quand Dol = 0,0073 h-1. L’acide 
oléique permettrait donc de limiter l’effet Crabtree à court-terme. 
 
Nous avons constaté qu’ajouter de l’oléate permet de stimuler la carnitine acétyl 
transférase (Catp) qui permet le transport du carbone issu de l’acétyl-coA cytosolique vers la 
mitochondrie. Néanmoins, la stimulation de ce transport n’est pas la seule conséquence 
métabolique induite par l’oléate. Il est donc prématuré de conclure que la Catp est l’étape 
limitante dans la transition respiro-fermentaire. 
 
II-C/ Récapitulatif des résultats 
 
Au cours des chémostats sur glucose/oléate, nous obtenons les résultats suivants : 
 
- En chémostat glucose aérobie, l’ajout d’oléate, même en quantité non négligeable 
(15% du carbone total consommé), ne provoque pas le passage d’un 
métabolisme purement oxydatif à un métabolisme oxydo-réductif en régime 
permanent à D = 0,16 h-1. 
 
- En régime permanent, plus l’apport en oléate augmente, plus l’activité spécifique 
de la Carnitine Acétyl transférase (Catp) est importante. On a bien une stimulation 
de la Catp par l’oléate. L’apport en oléate apparaît donc comme un moyen de 
fixer le niveau intracellulaire de Catp. 
 
- Suite à un ajout pulsé de glucose en régime permanent en chémostat 
glucose/oléate, on constate que la dynamique dure plus longtemps qu’en 
chémostat sur glucose seul. On note également que la présence d’acide oléique 
entraîne un retard dans l’apparition de l’éthanol. 
 
- Suite à un ajout pulsé de glucose en régime permanent en chémostat 
glucose/oléate, la présence d’acide oléique permet de rediriger le flux de carbone 
de la voie réductive vers la voie oxydative. Plus l’apport d’oléate augmente, plus 
la quantité d’éthanol produit est faible et plus la production de biomasse est 
importante (alors qu’elle était nulle sur glucose seul). Cette orientation vers un 
métabolisme plus oxydatif en présence d’oléate se caractérise également par une 
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chute du quotient respiratoire maximal atteint suite à l’ajout pulsé de glucose. Ces 
résultats correspondent bien à une diminution de l’effet Crabtree court-terme par 
l’oléate. 
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CHAPITRE 3 : Analyse de la transition respiro-
fermentaire en chémostat glucose/carnitine 
 
 Nous constatons qu’en présence d’oléate, l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl 
Transférase (Catp) augmente, confirmant ainsi les résultats obtenus par Elgersma et al., 
(1995). La Catp n’est bien sûr pas la seule enzyme stimulée en présence d’oléate. Ainsi pour 
stimuler plus particulièrement la Catp, nous avons décidé d’ajouter le substrat spécifique de 
cette enzyme dans le milieu de croissance de notre micro-organisme : la L,carnitine (figure 
25). 
Nous avons donc réalisé des cultures continues sur glucose/carnitine où la L,carnitine 
est ajoutée dans le milieu d’alimentation. Ensuite, pour étudier l’effet de l’ajout de L,carnitine 
et de la stimulation de la Catp sur la transition respiro-fermentaire, nous avons réalisé un 
ajout pulsé de glucose en régime permanent. Si, consécutivement à cet ajout pulsé de 
glucose en chémostat glucose/carnitine, la quantité d’éthanol produit est inférieure à celle 
synthétisée lors d’un ajout pulsé de glucose en chémostat sur glucose seul, on pourra 
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III-A/ Chémostat sur glucose/carnitine 
 
III-A-1/ Régime Permanent 
 
La levure S. cerevisiae CENPK113-7D est cultivée en culture continue aérobie sur 
glucose/carnitine. Dans le milieu d’alimentation, la concentration en glucose est proche de 
40 g.L-1 et la concentration en L,carnitine est égale à  8,58 mg.L-1. Pour le glucose, le taux de 
dilution est égal à D = 0,16 h-1.  
La concentration de L,carnitine a été choisie en observant l’évolution in-vitro de l’activité de 



























Figure 26 : Evolution de l’activité de la carnitine acétyl transférase (Catp) en fonction de la 
concentration en L,carnitine.  
 
 
L’évolution de l’activité de la CAT en fonction d’un de ses substrats, la carnitine, et en 
condition saturante en acétyl-coA présente une allure classique de type Michaelis-Menten 
jusqu’à 0,8 g.L-1 de L,carnitine. Au-delà de cette valeur, il est observé une inhibition de la 
CAT par la carnitine. Cette inhibition n’a jusqu’à présent jamais été reportée dans la 
littérature. En choisissant les modèles couramment utilisés en enzymologie pour prendre en 
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, il ne nous a pas été 
possible de faire fitter le modèle aux valeurs expérimentales. En choisissant une loi de type 
Michaelis-Menten sur la première partie de la courbe, nous obtenons une valeur de Km 
égale à 0,21 mM ; cette valeur est cohérente avec les valeurs trouvées dans la littérature qui 
sont comprises entre 0,17 et 0,23 mM (Kispal et al., 1991). 
 
 A partir de la détermination des paramètres cinétiques de la CAT vis à vis de la 
carnitine, il nous a été possible de cibler la concentration en carnitine à tester de manière à 
atteindre une activité maximale de la CAT au cours de nos chémostats. Une fois la 
concentration de L,carnitine intracellulaire à atteindre choisie (0,5 g.L-1 dans notre cas pour 
avoir une activité maximale de la Catp), la concentration de L,carnitine à ajouter dans le 
milieu d’alimentation du chémostat est calculée à partir de la formule suivante : 
VcelluleX
on)alimentatiCarnitine(Carnitine ×=  
où  
• Carnitine représente la concentration de L,carnitine à l’intérieur de la cellule 
en g.L-1 
• Carnitine(alimentation) représente la concentration de L,carnitine dans le 
milieu d’alimentation du chémostat en mg.L-1 
• X représente la concentration en biomasse dans le réacteur en g.L-1  
• Vcellule représente le volume cellulaire en mL.gMS-1. Le volume cellulaire est 
déterminé en thermogravimétrie ; sur glucose seul, il est égal à 1,43 mL.gMS-1    
 
En régime permanent du chémostat réalisé selon les conditions décrites 
précédemment, la concentration résiduelle en glucose est nulle. Dans le réacteur, la 
concentration en L,carnitine est indétectable (et donc inférieure à 2 mg.L-1, la limite de 
détection de notre dosage enzymatique). La L,carnitine est donc effectivement assimilée par 
la levure.  
Lors de l’ajout de L,carnitine, le métabolisme de la levure reste purement 
oxydatif. Les seuls produits formés sont la biomasse et le CO2 ; il n’y a pas d’éthanol en 
régime permanent. A partir d’une concentration en glucose de 37 g.L-1, on obtient une 
concentration en biomasse égale à 18,4 g.L-1 ± 0,1 dans le réacteur. 
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III-A-1-1/ Rendements et quotient respiratoire 
 
Les rendements obtenus en régime permanent sur chémostat glucose/carnitine sont 














0,50 ± 0,01 0,57 ± 0,01 0,67 ± 0,01 0,67 ± 0,01 1,00 94% 93%
 
Tableau 11 : Rendements, quotient respiratoire, bilans carbone et rédox en régime permanent à D = 
0,16 h-1 sur glucose/carnitine. Les écart-types sont calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
III-A-1-2/ Mesures de l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl 
Transférase 
 
 L’activité spécifique de la Carnitine Acétyl Transférase en régime permanent à D = 
0,16 h-1 sur glucose/carnitine est égale à 23,4 U.mg-1 ± 1,0. L’écart-type est calculé à partir 




 En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
égale à 13,3 mmol.h-1.gMS-1  ± 0,7 (l’écart-type est calculé à partir de 5 échantillons 
indépendants).  
 
III-A-2/ Ajout pulsé de glucose (10 g.L-1) 
 
Lors d’un  ajout pulsé de glucose (concentration initiale égale à 10 g.L-1) en régime 
permanent d’un chémostat glucose/carnitine, la levure passe en métabolisme respiro-
fermentaire. L’évolution des concentrations extra-cellulaires est présentée dans la figure 27. 
Suite à l’ajout pulsé de glucose, on assiste à une production d’éthanol, d’acétate et de 
glycérol. On note également que la concentration en biomasse ne varie pas, elle reste 
identique à celle mesurée en régime permanent.  
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Figure 27 : Evolution des concentrations extra-cellulaires à D = 0,16 h-1 sur glucose/carnitine suite à 
un ajout pulsé de glucose (au temps t = 0 h). Le tracé de biomasse ne correspond pas à la 
concentration de biomasse présente dans le réacteur mais à ∆biomasse = (biomasse – biomasse en 
régime permanent). Les sigles correspondent aux valeurs expérimentales. Les tracés correspondent 
aux valeurs recalculées par Lirec.    
 
 
En présence de L,carnitine, la répartition du glucose apporté par le pulse est 











QR final bilan carbone
bilan 
rédox
0,00 0,04 0,04 0,46 2,59 101% 92%
 
Tableau 12 : Rendements, quotient respiratoire final, bilans carbone et rédox suite à un ajout pulsé de 
glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/carnitine. 
 
 
Lors de l’ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire devient supérieur à l’unité. 
Son évolution ainsi que celle des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 sont présentées en figure 28. 
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 Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.









































Figure 28 : Evolution du quotient respiratoire, des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/carnitine suite à un ajout pulsé de glucose 
(au temps t = 0 h). 
 
 
III-B/ Comparaison des chémostats sur glucose et glucose/carnitine 
 
 En ajoutant de la L,carnitine, nous souhaitions stimuler spécifiquement le système 
Carnitine Acétyl Transférase (Catp).  
 
On constate qu’en régime permanent, en présence de L,carnitine, le rendement en 
biomasse, Rx,s est le même que celui observé sur chémostat glucose seul. Les rendements 
Ro2,x et Rco2,x sont également identiques à ceux calculés sur glucose seul (tableau 13). Il 
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Alimentation Rx,s RO2,x RCO2,x QR
glucose seul 0,57 ± 0,01 0,65 ± 0,01 0,65 ± 0,01 1,00
glucose/carnitine 0,57 ± 0,01 0,67 ± 0,01 0,67 ± 0,01 1,00
 
Tableau 13 : Rendements, quotient respiratoire en régime permanent à D = 0,16 h-1 avec ou sans 
L,carnitine. Les écart-types sont calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
En absence ou en présence de L,carnitine, les activités spécifiques de la Carnitine 
Acétyl Transférase (Catp) sont identiques (tableau 14). Ainsi, il est clair et logique que la 
L,carnitine n’ait pas d’effet sur la quantité de protéines présentes dans la cellule. L’effet de la 
L,carnitine est simplement un effet substrat. Par sa présence, la L,carnitine permet à la Catp 
de fonctionner : la L,carnitine est greffée sur un groupe acétyl-coA pour donner de l’acétyl-
carnitine ; l’acétyl-carnitine est transporté dans la mitochondrie où il redevient de l’acétyl-




Alimentation AS Catp (U.mg-1)
glucose seul 23,9 ± 1,5
glucose/carnitine 23,4 ± 1,0
 
Tableau 14 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 avec ou sans 
L,carnitine. Les écart-types sont calculés à partir de 4 échantillons indépendants.  
 
 
De manière à quantifier l’effet dû à l’ajout de L,carnitine et donc de la stimulation de la 
Catp sur l’apparition de la transition respiro-fermentaire, nous avons réalisé sur les cellules 
cultivées en chémostat en régime permanent un ajout pulsé de glucose. 
Suite à l’ajout pulsé de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) en régime permanent, en 
présence de L,carnitine, le comportement des levures est identique à celui observé sur 
glucose seul (figure 29). Dans les deux cas, le glucose ajouté est majoritairement converti en 
éthanol, puis en acétate et en glycérol. Sur glucose seul ainsi que sur glucose/carnitine, la 
concentration en masse sèche ne varie pas suite à l’ajout pulsé de glucose. Le quotient 
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respiratoire final est égal à 2,59 en présence de L,carnitine contre 2,47 sur glucose seul ; les 

























Figure 29 : Répartition du glucose apporté lors du pulse de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) avec 
ou sans L,carnitine.  
 
 
En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
plus importante en présence de L,carnitine : qO2max = 13,26  mmol.h-1.gMS-1 ± 1,23 sur 
glucose/carnitine alors que qO2max = 8,75  mmol.h-1.gMS-1 ± 1,33 en chémostat sur glucose 
seul. Cette augmentation de la vitesse spécifique maximale de consommation d’oxygène 
semble sans effet sur la bascule métabolique.  
 
Il apparaît donc que l’ajout de L,carnitine n’a pas d’effet sur la transition respiro-
fermentaire. Il semble donc que la stimulation de la Carnitine Acétyl Transférase par la 
L,carnitine ne permette pas de limiter l’apparition de l’effet Crabtree court-terme puisque la 
répartition des flux métaboliques, suite à un ajout pulsé de glucose en chémostat aérobie, 
est identique en chémostat sur glucose seul et en chémostat sur glucose/carnitine.  
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III-C/ Récapitulatif des résultats  
 
Au cours du chémostat sur glucose/carnitine, nous obtenons les résultats suivants : 
 
- L’ajout de L,carnitine ne provoque pas le passage d’un métabolisme purement 
oxydatif à un métabolisme oxydo-réductif en chémostat glucose oxydatif  en 
régime permanent à D = 0,16 h-1. 
 
- La  L,carnitine est assimilée par la levure puisqu’elle est indétectable en régime 
permanent dans le milieu de culture. 
 
- L’ajout de L,carnitine n’a pas d’effet sur l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl 
transférase (Catp). Ceci est logique car l’effet stimulant de la L,carnitine sur la 
Catp est un simple effet substrat. 
 
- Suite à un ajout pulsé de glucose en régime permanent en chémostat glucose 
limitant en mode oxydatif, la production des métabolites extracellulaires est 
identique en présence ou en absence de L,carnitine. L’ajout de L,carnitine est 




                                                                                   Chapitre 4 : Analyse d’un chémostat glucose/oléate/carnitine 
 128
CHAPITRE 4 : Analyse de la transition respiro-
fermentaire en chémostat glucose/oléate/carnitine 
 
En présence d’oléate, l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl Transférase (Catp) 
augmente. Suite à un ajout pulsé de glucose, la stimulation de ce système enzymatique se 
traduit par une redirection du flux de glucose de la production d’éthanol vers la synthèse de 
biomasse, ce qui correspond à une réduction de l’effet Crabtree court-terme.  
Lorsque nous apportons à la Catp son substrat spécifique, la L,carnitine, nous 
n’obtenons pas d’augmentation de l’activité spécifique de cette enzyme. Ceci paraît logique 
car la L,carnitine agit comme une stimulation par effet allostérique et non par effet génétique. 
Lors d’un ajout pulsé de glucose, cette stimulation par « effet substrat » ne permet pas de 
limiter la transition respiro-fermentaire.  
Il apparaît donc intéressant de voir quel sera le comportement de la levure lorsque de 
l’oléate et de la L,carnitine sont ajoutés en même temps (figure 30). Il s’agit ici de stimuler le 
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IV-A/ Chémostat sur glucose/oléate/carnitine 
 
IV-A-1/ Régime Permanent 
 
La levure S. cerevisiae CENPK113-7D est cultivée en culture continue aérobie sur 
glucose/oléate/carnitine, la concentration en glucose dans le milieu d’alimentation est proche 
de 40 g.L-1. 
 
Au cours de nos études en chémostat glucose/oléate, nous avons constaté que 
lorsque l’alimentation en oléate augmente, l’activité spécifique de la Catp augmente, la 
concentration en Catp est donc plus importante dans la cellule. Ainsi pour que la disponibilité 
de L,carnitine ne soit pas trop faible lors d’un apport important en oléate, nous avons choisi 
d’avoir une concentration en L,carnitine plus importante lorsque Dol = 0,0073 h-1, 
proportionnelle à l’augmentation de l’activité spécifique de la carnitine acétyl transférase 
mesurée en chémostat glucose/oléate. 
 
La concentration de L,carnitine à ajouter dans le milieu d’alimentation est calculée de 
la même façon que sur chémostat glucose/carnitine (chapitre III-A-1 de résultats et 
discussions). En présence d’oléate, le volume cellulaire déterminé en thermogravimétrie est 
inférieur à celui trouvé sur glucose seul : 0,78 mL.gMS-1 en présence d’oléate contre 1,43 
mL.gMS-1 sur glucose seul. 
Pour le glucose, le taux de dilution est toujours égal à D = 0,16 h-1. Les 2 chémostats 
que nous avons réalisés ont les caractéristiques suivantes : pour le premier chémostat, à Dol 
= 0,0041 h-1, la concentration en L,carnitine dans le milieu d’alimentation est égale à 7 mg.L-
1; pour le second chémostat, à Dol = 0,0073 h-1, la concentration en L,carnitine dans le milieu 
d’alimentation est égale à 18 mg.L-1. 
 
Dans ce type de chémostat, la concentration résiduelle en glucose est nulle mais il 
reste de l’oléate présent dans le réacteur. La concentration résiduelle en oléate est égale à 
17,8 g.L-1 ± 0,4 pour Dol = 0,0041 h-1 et 29,4 g.L-1 ± 0,5 pour Dol = 0,0073 h-1. Dans le 
réacteur, pour chacun des chémostats, la concentration en L,carnitine est indétectable (et 
donc inférieure à 2 mg.L-1, la limite de détection de notre dosage enzymatique). 
Le métabolisme de la levure reste purement oxydatif. Les seuls produits formés sont 
la biomasse et le CO2 ; il n’y a pas d’éthanol en régime permanent. Pour Dol = 0,0041 h-1, à 
partir d’une concentration en glucose de 36,5 g.L-1, on obtient une concentration en 
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biomasse de 17,5 g.L-1 ± 0,3. Pour Dol = 0,0073 h-1, à partir d’une concentration en glucose 
de 37,7 g.L-1, on obtient une concentration en biomasse de 22,1 g.L-1 ± 0,3. 
 
Lorsque l’apport d’oléate augmente, la vitesse spécifique de consommation d’oléate 
(qol) augmente aussi. Pour  Dol = 0,0041 h-1, qol = 0,40 mCmol.gMS-1.h-1 et pour Dol = 
0,0073 h-1, qol = 1,60 mCmol.gMS-1.h-1. Pour  Dol = 0,0041 h-1, l’oléate représente 4 % du 
carbone total consommé et  18 % pour Dol = 0,0073 h-1. 
 
IV-A-1-1/ Rendements et quotient respiratoire 
 
Les rendements obtenus en régime permanent pour les chémostats 
glucose/oléate/carnitine sont présentés dans le tableau 15.  
Comme lors du chémostat glucose/oléate, on constate que le quotient respiratoire est 
légèrement inférieur à l’unité lorsque Dol = 0,0073 h-1 ; cela traduit une consommation 













Dol = 0,0041 h-1 0,53 ± 0,10 1,01 ± 0,20 1,01 ± 0,20 1,00 106% 113%
Dol = 0,0073 h-1 0,57 ± 0,11 0,74 ± 0,15 0,73 ± 0,14 0,98 98% 91%
 
Tableau 15 : Rendements, quotient respiratoire, bilans carbone et rédox en régime permanent à D = 
0,16 h-1 sur glucose/oléate/carnitine à divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types sont 
calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
IV-A-1-2/ Mesures de l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl 
Transférase 
 
 Les activités spécifiques de la Carnitine Acétyl Transférase (Catp) mesurées en 
régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose/oléate/carnitine pour les deux alimentations 
différentes en oléate sont présentées dans le tableau 16. Lorsque l’apport d’oléate 
augmente, l’activité spécifique de la Catp augmente également. 
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Alimentation AS Catp (U.mg-1)
Dol = 0,0041 h-1 32,9 ± 1,5
Dol = 0,0073 h-1 63,1 ± 1,6
 
Tableau 16 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur 
glucose/oléate/carnitine à divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types sont calculés à partir 





 En respirométrie, nous mesurons des vitesses spécifiques de consommation 
d’oxygène égales à 9,0 mmol.h-1.gMS-1 ± 1,3 pour  Dol = 0,0041 h-1 et 13,4 mmol.h-1.gMS-1 ± 
1,8 pour Dol = 0,0073 h-1. Dans les deux cas, l’écart-type est calculé à partir de 5 
échantillons différents.  
 
IV-A-2/ Ajout pulsé de glucose (10 g.L-1) 
 
Lors d’un  ajout pulsé de glucose (concentration initiale égale à 10 g.L-1) en régime 
permanent, la levure passe en métabolisme respiro-fermentaire. L’évolution des 
concentrations extra-cellulaires est présentée dans les figures 31 et 32.  
Comme pour les chémostats glucose/oléate, il y a de l’oléate résiduel en régime 
permanent en chémostats glucose/oléate/carnitine. Nous avons donc une émulsion et la 
mesure de masse sèche n’est pas aussi précise que lorsque le réacteur est parfaitement 
homogène. En conséquence, au cours de la réconciliation des valeurs expérimentales 
obtenues suite à un ajout pulsé de glucose, les valeurs de masse sèche ont été recalculées 
à partir des bilans carbones et élémentaires.  
 
Au cours de la dynamique du pulse de glucose, la concentration extra-cellulaire en 
oléate reste identique à celle mesurée en régime permanent. Suite à l’ajout pulsé de 
glucose, on assiste à une production d’éthanol, d’acétate et de glycérol. On note également 
une production de biomasse.  
Comme lors des chémostats réalisés sur glucose/oléate, on constate que plus 
l’apport d’oléate est important, plus la concentration finale en éthanol est faible, et plus la 
production de biomasse est importante. 
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Figures 31 et 32 : Evolution des concentrations extra-cellulaires à D = 0,16 h-1 sur 
glucose/oléate/carnitine à divers taux de dilution en oléate (Dol) suite à un ajout pulsé de glucose (au 
temps t = 0 h). Le tracé de biomasse ne correspond pas à la concentration de biomasse présente 
dans le réacteur mais à ∆biomasse = (biomasse – biomasse en régime permanent). Les sigles 
correspondent aux valeurs expérimentales. Les tracés correspondent aux valeurs recalculées par 
Lirec.    
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QR final bilan carbone bilan rédox
Dol = 0,0041 h-1 0,20 0,06 0,06 0,35 2,08 104% 95%
Dol = 0,0073 h-1 0,28 0,06 0,06 0,28 1,93 102% 96%
 
Tableau 17 : Rendements, quotient respiratoire final, bilans carbone et rédox suite à un ajout pulsé de 




Lors de l’ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire devient supérieur à l’unité. 
Son évolution ainsi que celle des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 sont présentées en figures 33 et 34. Les vitesses de consommation d’O2 
varient très peu au cours du pulse de glucose et restent très nettement inférieures à la 
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Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.











































Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.












































Figures 33 et 34 : Evolution du quotient respiratoire, des vitesses spécifiques de consommation d’O2 
et de production de CO2 en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/oléate/carnitine à divers taux de 
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IV-B/ Comparaison des chémostats glucose/oléate et 
glucose/oléate/carnitine 
 
 Nous avons vu que l’ajout de L,carnitine en chémostat sur glucose seul n‘avait aucun 
effet sur l’effet Crabtree court-terme. Par contre, l’ajout d’oléate permet de limiter l’effet 
Crabtree court-terme. Nous avons donc décidé de réaliser des chémostats 
glucose/oléate/carnitine pour savoir si, en présence d’oléate, la L,carnitine avait un effet sur 
la transition respiro-fermentaire.  
 
Comme dans les chémostats glucose/oléate, l’alimentation en oléate reste faible lors 
des cultures glucose/oléate/carnitine. Dans le cas où Dol = 0,0041 h-1, l’oléate représente 3 
% du carbone total consommé sur glucose/oléate et 4 % du carbone total consommé sur 
glucose/oléate/carnitine. Pour Dol = 0,0073 h-1, l’oléate représente 16 % du carbone total 
consommé sur glucose/oléate et 18 % du carbone total consommé sur 
glucose/oléate/carnitine.  
Dans tous les chémostats décrits dans ce chapitre, la présence d’oléate entraîne la 
formation d’une émulsion dans le réacteur et rend difficile une mesure précise de la 
biomasse sèche présente dans le réacteur. Les différences observées dans les rendements 
présentés dans le tableau 18 sont ainsi plus vraisemblablement dues à des erreurs de 











oléate seul,       
Dol = 0,0041 h-1 0,53 ± 0,09 0,83 ± 0,17 0,83 ± 0,17 1,00
oléate/carnitine, 
Dol = 0,0041 h-1
0,53 ± 0,10 1,01 ± 0,20 1,01 ± 0,20 1,00
oléate seul,       
Dol = 0,0073 h-1 0,57 ± 0,10 0,73 ± 0,14 0,70 ± 0,14 0,96
oléate/carnitine, 
Dol = 0,0073 h-1
0,57 ± 0,11 0,74 ± 0,15 0,73 ± 0,14 0,98
 
Tableau 18 : Rendements et quotient respiratoire en régime permanent à D = 0,16 h-1 en chémostats 
glucose/oléate et glucose/oléate/carnitine pour divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types 
sont calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
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Comme lors de la comparaison des chémostats glucose seul et glucose/carnitine, le 
dosage de la Carnitine Acétyl Transférase (Catp) montre que l’ajout de L,carnitine en 
chémostat glucose/oléate n’a pas d’effet sur l’activité spécifique de cette enzyme (tableau 
19). Ceci est logique car l’effet de la L,carnitine est un simple effet substrat, l’ajout de 
L,carnitine permet à la Catp de fonctionner en lui apportant son substrat essentiel. 
 
 
Alimentation AS Catp (U.mg-1)
oléate seul,      
Dol = 0,0041 h-1 33,1 ± 1,3
oléate/carnitine, 
Dol = 0,0041 h-1
32,9 ± 1,5
oléate seul,      
Dol = 0,0073 h-1 62,4 ± 1,4
oléate/carnitine, 
Dol = 0,0073 h-1
63,1 ± 1,6
 
Tableau 19 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 en chémostats 
glucose/oléate et glucose/oléate/carnitine pour divers taux de dilution en oléate (Dol). Les écart-types 
sont calculés à partir de 4 échantillons indépendants. 
 
 
De manière à quantifier l’effet de la perturbation due à l’ajout simultané d’oléate et de 
L,carnitine sur l’apparition de la transition respiro-fermentaire, nous avons réalisé sur les 
cellules cultivées en chémostat en régime permanent un ajout pulsé de glucose. La 
répartition du glucose apporté par le pulse est identique en chémostat glucose/oléate et en 
chémostat glucose/oléate/carnitine (figure 35).  
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0,0041 h-1














Figure 35 : Répartition du glucose apporté lors d’un pulse de glucose en chémostats glucose/oléate et 
glucose/oléate/carnitine pour divers taux de dilution en oléate (Dol).  
 
 
 Lors d’un ajout simultané d’oléate et de L,carnitine, la limitation de l’effet Crabtree 
court-terme est la même que celle observée lors d’un ajout du seul oléate. L’ajout de 
L,carnitine ne permet donc pas de limiter l’apparition de l’effet Crabtree court-terme.  
 
IV-C/ Récapitulatif des résultats  
 
Au cours du chémostat sur glucose/oléate/carnitine, nous obtenons les résultats 
suivants : 
 
- L’ajout simultané d’oléate et de L,carnitine ne provoque pas le passage d’un 
métabolisme purement oxydatif à un métabolisme oxydo-réductif en chémostat 
glucose oxydatif  en régime permanent à D = 0,16 h-1. 
 
- Suite à un ajout pulsé de glucose en régime permanent en chémostat 
glucose/oléate/carnitine, la limitation de l’effet Crabtree court-terme est identique 
à celle observée en chémostat glucose/oléate. l’ajout de L,carnitine est donc sans 
effet sur la transition respiro-fermentaire, même en présence d’oléate. 
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CHAPITRE 5 : Bilan sur l’action de l’oléate 
 
V-A/ Autres systèmes enzymatiques induits par l’oléate 
  
 Nous avons observé que l’activité spécifique de la Carnitine Acétyl Transférase 
(Catp) augmente en présence d’oléate et que l’oléate permet de limiter l’effet Crabtree court-
terme. Ainsi, il serait aisé de conclure que c’est la stimulation de la Catp par l’oléate qui 
permet de limiter la transition respiro-fermentaire. Mais cette hypothèse est mise en échec 
par le fait que la stimulation de la Catp par la L,carnitine est sans effet sur la bascule 
métabolique. Une stimulation conjointe de la Catp par l’ajout d’oléate et de L,carnitine 
conduit à une limitation de l’effet Crabtree court-terme identique à celle observée lors de 
l’ajout de l’oléate seul.  
 Ces observations nous conduisent donc à nous interroger sur le rôle réel joué par la 
Catp lors de l’ajout d’oléate. La Carnitine Acétyl Transférase n’est pas le seul système 
enzymatique stimulé par l’oléate ; il est fort probable que ce soit l’induction conjointe d’autres 
systèmes enzymatiques qui permette de réduire la transition respiro-fermentaire. 
 
 D’après van Roermund et al. (1999), la levure S. cerevisiae est incapable de 
synthétiser la L,carnitine. Or, dans notre milieu d’alimentation (et plus généralement dans 
tous les milieux minimum utilisés pour la culture levurienne), la L,carnitine n’est pas 
présente ; la Carnitine Acétyl Transférase ne serait donc pas active dans nos conditions de 
travail. Les schémas communément trouvés dans la littérature qui montre un transport de 
l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie réalisé exclusivement par la Catp seraient donc 
vraisemblablement erronés.  
 
Chez S. cerevisiae, la dégradation de l’oléate est exclusivement péroxisomale 
(Kunau et al., 1995). Le produit final de la β-oxydation des acides gras chez la levure est 
l’acétyl-coA. L’acétyl-coA est ensuite exporté vers le cytosol et la mitochondrie. Deux voies 
métaboliques sont possibles pour exporter l’acétyl-coA hors du péroxisome (van Roermund 
et al., 1999) : 
9 La première voie métabolique implique une conversion péroxisomale de 
l’acétyl-coA en intermédiaires du cycle du glyoxylate. Ces intermédiaires 
peuvent ensuite transportés vers la mitochondrie. 
9 La seconde voie métabolique implique une conversion péroxisomale de 
l’acétyl-coA en acétyl-carnitine. L’acétyl-carnitine peut ensuite transportée 
vers la mitochondrie. 
  Chapitre 5 : Bilan de l’action de l’oléate 
 139
Au moins une de ces voies doit être active pour permettre l’utilisation du carbone issu de 
l’oxydation des acides gras dans les péroxisomes de la levure (Van Roermund et al., 1995). 
 
 Une fois qu’il a quitté le péroxisome, l’acétyl-coA cytosolique peut également être 
transporté vers la mitochondrie via l’isopropyl isopropylmalate synthase. 
 
 Au final, Il existe donc trois voies métaboliques distinctes pour transporter le carbone 
issu de l’acétyl-coA vers la mitochondrie (figure 36) : la voie Catp (Cat2p, Yat1/2p, Crc1p), la 



























































Figure 36 : Trois voies métaboliques parallèles de transport du carbone d’origine péroxisomale du 
cytosol vers la mitochondrie : la voie CAT (Cat2p, Yat1/2p, Crc1p), la voie citrate glyoxylique 
(caractérisée en particulier par Cit2p) et la voie isopropylmalate synthase (Leu4/9p). Abréviations : Ac-
coA, Acétyl-coA ; α-KI, α-Kéto-isovalérate.  
 
 
 Sur ces 3 voies métaboliques parallèles, il semble que, dans nos conditions de 
travail, seule la voie du shunt glyoxylique soit active puisque les deux autres voies sont 
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donc le transport du carbone vers la mitochondrie via le système glyoxylique. Dans la 
littérature, Geraghty et al., (1999) ont montré que le gène CIT2 possède l’ORE (Oleic 
Response Element) dans son promoteur et que son expression est induite par l’oléate. Il 
reste à vérifier ce résultat dans notre cas. Ainsi, les activités spécifiques caractéristiques des 
3 différents systèmes enzymatiques ont été mesurées en régime permanent pour les 
différentes conditions d’alimentation que nous avons utilisées (tableau 20) : 
- l’activité Catp 
- l’activité Leu4/9p 




Alimentation AS Catp (U.mg-1) AS Citp (U.mg-1) AS Leu4/9p (U.mg-1)
glucose seul 23,9 ± 1,5 229 ± 5 2,85 ± 0,11
oléate seul,      
Dol = 0,0041 h-1 33,1 ± 1,3 271 ± 6 3,18 ± 0,10
oléate/carnitine, 
Dol = 0,0041 h-1
32,9 ± 1,5 272 ± 5 3,15 ± 0,11
oléate seul,      
Dol = 0,0073 h-1 62,4 ± 1,4 821 ± 8 5,95 ± 0,15
oléate/carnitine, 
Dol = 0,0073 h-1
63,1 ± 1,6 822 ± 7 5,97 ± 0,14
 
Tableau 20 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose seul, 
glucose/carnitine, glucose/oléate et glucose/oléate/carnitine à divers taux de dilution en oléate (Dol). 
Les écart-types sont calculés à partir de 4 échantillons indépendants.  
 
 
 L’oléate stimule les différents systèmes enzymatiques quasiment uniformément. Pour 
Dol = 0,0041 h-1, l’activité spécifique des 3 enzymes est multipliée par un facteur 1,2. Pour 
Dol = 0,0073 h-1, l’activité spécifique des 3 enzymes est multipliée par un facteur 3,4.  
 L’oléate permet donc de stimuler les systèmes enzymatiques nécessaires au 
transport du carbone vers la mitochondrie. Néanmoins, la stimulation de ce transport n’est 
pas la seule cible métabolique induite par l’oléate. Il est donc prématuré de conclure que le 
transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie est l’étape limitante dans la transition 
respiro-fermentaire.  
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V-B/ Devenir cellulaire de l’oléate 
  
Pour déterminer si l’oléate est effectivement consommé ou simplement incorporé 
dans la  biomasse, nous avons construit trois modèles métaboliques (chapitre V-E de la 
partie matériels et méthodes) : 
- Dans le modèle 1, l’acide oléique est entièrement incorporé dans la biomasse 
sans être dégradé. L’oléate est alors converti en stéarate pour être incorporé 
directement dans la composition lipidique de la levure. 
 
- Dans le modèle 2, l’acide oléique est entièrement dégradé en acétyl-coA. La 
réaction de dégradation de l’oléate est alors :  
Oléate + ATP + 8 NAD+ + 7 FAD+ + 9 coA + 8 H2O            9 acétyl-coA + ADP + P + 8 NADH  
+ 7 FADH + 8 H+ 
 
- Dans le modèle 3, l’acide oléique est entièrement dégradé en succinate. La 
réaction de dégradation de l’oléate est alors : 
Oléate + ATP + 12,5 NAD+ + 7 FAD+ + 17 H2O           4,5 succinate + ADP + P + 12, 5 NADH 
+ 7 FADH + 12,5 H+  
 
 Pour arriver au modèle final, nous avons testé plusieurs configurations de réseau 
métabolique (présence de transhydrogénase, nature des cofacteurs …). Nous avons 
comparé les répartitions métaboliques obtenues par le calcul sur chémostat glucose seul 
avec des données issues d’expérimentation par marquage isotopique (Gombert et al., 2001). 
La comparaison se fait principalement au niveau de la répartition des flux  aux carrefours 
métaboliques suivants : flux entrant dans la voie des pentoses, flux du cycle de Krebs, flux 
des voies anaplérotiques. Nous avons pris l’étude de Gombert et al. (2001) comme 
référence car cette étude de marquage isotopique a été réalisée sur la même souche S. 
cerevisiae CENPK 113-7D cultivée en chémostat sous limitation glucose à D = 0,1 h-1. 
La première interrogation portait sur la présence d’une transhydrogénase chez S. 
cerevisiae. Dans la littérature, certaines études prétendent qu’elle est présente chez la 
levure alors que d’autres affirment le contraire. Ensuite, nous nous sommes demandés quels 
étaient les équivalents réducteurs (NADH + H+ ou NADPH2) impliqués dans les réactions 
suivantes : 
isocitrate + NAD(P)+                 alpha cétoglutarate + CO2 + NAD(P)H + H+ (isocitrate 
déshydrogénase) 
acétaldéhyde + NAD(P)+                 acétate + NAD(P)H + H+ (acétaldéhyde déshydrogénase) 
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Des isoformes enzymatiques utilisant l’un ou l’autre équivalent réducteur sont présentes 
dans la cellule ; il s’agissait donc de déterminer quelle était la forme majoritaire. 
  Au vu des résultats présentés dans le tableau 21, la configuration retenue fut : 
absence de transhydrogénase, isocitrate déshydrogénase à NAD et acétaldéhyde 
déshydrogénase à NADP. 
 
 
Tableau 21 : Flux obtenus en chémostat sur glucose seul lors d’un marquage isotopique et lors des 
différentes configurations du modèle stoechiométrique. Les flux indiqués sont normalisés par rapport à 







Les différences entre les modèles sont les suivantes : 
9 Economie d’ATP dans le modèle 1 par rapport aux modèles 2 et 3. 
9 Une production de NADH légèrement plus importante dans le modèle 3 par 
rapport au modèle 2.  
9 Plus de NADH et FADH produits dans les modèles 2 et 3 par rapport au 










absente NADH + H+ NADH + H+ 57 51 18
absente NADH + H+ NADPH2 42 63 27
absente NADPH2 NADH + H+ 37 57 18
absente NADPH3 NADPH2 19 63 18
présente NADH + H+ NADH + H+ 9 67 18
présente NADH + H+ NADPH2 9 67 18
présente NADPH2 NADH + H+ 9 67 18
présente NADPH3 NADPH2 10 67 18
44 60 27marquage isotopique (Gombert et al., 2001)
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9 Un apport de carbone supplémentaire dans le métabolisme central sous forme 
d’acétyl-coA ou de succinate dans les modèles 2 et 3 par rapport au modèle 
1.  
9 L’apport de carbone supplémentaire dans le métabolisme central se fait sous 
forme de composé C2 dans le modèle 2 et sous forme de composé C4 dans 
le modèle 3. 
 
A partir des mesures que nous avons obtenues en régime permanent en chémostat 
sur glucose seul, sur glucose/oléate à Dol = 0,0041 h-1 et à Dol = 0,0073 h-1, nous avons 
calculé la répartition des flux pour les 3 modèles.  
 
Pour les modèles 2 et 3 où l’oléate est entièrement dégradé en acétyl-coA ou en 
succinate, sur chémostat glucose/oléate, nous ne notons pas d’aberrations. Il semble donc 
qu’une dégradation effective de l’oléate soit possible. La répartition des flux métaboliques 
n’est pas significativement différente entre les deux modèles. Nous ne pouvons donc pas 
dire si l’oléate est préférentiellement dégradé en acétyl-coA ou en succinate ; les deux voies 
sont envisageables. Dans chaque modèle, on note une augmentation du flux dans le cycle 
de Krebs à divers endroits en fonction du point d’entrée de l’acétyl-coA et du succinate. 
L’acétyl-coA et le succinate sont des composés du cycle de Krebs, il est donc normal qu’un 
apport supplémentaire de ces composés se répercute sur le flux du cycle. 
 
Pour le modèle 1 dans lequel nous considérons que l’oléate est entièrement assimilé 
en tant qu’acide gras, la réaction de synthèse de stéarate à partir de l’acétyl-coA fonctionne 
dans le sens « normal » de la synthèse de stéarate pour le chémostat sur glucose seul. La 
réaction de synthèse du stéarate est : 
9 acétyl-coA + 8 NADH + 8 NADPH + 8 ATP + H2O + 16 H+          stéarate + 9  coA + 8 NAD+  
+ 8 NADP+ + 8 ADP + 8 P  
 
Au contraire, en présence d’oléate et à chacun des deux taux de dilution pour l’acide 
oléique, la réaction de synthèse de stéarate fonctionne en sens inverse c'est-à-dire que le 
stéarate n’est plus synthétisé mais dégradé et converti en acétyl-coA. Il apparaît donc que 
même lorsque l’alimentation en oléate est faible, l’oléate est en excès par rapport aux 




, on constate que ce rapport est égal à 38% pour Dol = 0,0041 h-1 
et à 84% pour Dol = 0,0073 h-1. L’oléate est donc bien partiellement assimilé mais aussi 
dégradé par la levure. On constate que plus l’apport en oléate augmente, plus la part 
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d’oléate dégradé est importante. Il semble donc que la cellule soit incapable d’assimiler la 
totalité de l’oléate apporté. Au contraire, la cellule assimile en tant qu’acide gras une partie 
de l’oléate qu’elle consomme tandis que la partie restante est dégradé et incorporé dans le 
métabolisme énergétique.  
Dans la répartition des flux, pour le modèle 1, en présence d’oléate, on note une 
diminution du flux entrant dans la voie des pentoses phosphates, génératrice de NADPH. Or, 
dans le modèle 1, en présence d’oléate, la réaction de synthèse de stéarate fonctionne en 
sens inverse et produit du NADPH. Ainsi donc, dans ce cas précis, les besoins en NADPH 
sont partiellement satisfaits par la  réaction « reverse » de synthèse de stéarate ; la voie des 
pentoses phosphates a donc besoin de fournir moins de NADPH qu’en chémostat glucose 
seul. Cette information n’a pas de sens vrai d’un point de vue métabolique puisque la 
dégradation de l’oléate ne génère pas de NADPH mais du NADH et est seulement liée à la 
structure du modèle stoechiométrique.   
  
A partir de cette étude de modélisation métabolique, on peut donc conclure que 
l’oléate ne peut pas être entièrement assimilé par la levure. Il apparaît que l’oléate doit être 
entièrement ou partiellement dégradé en acétyl-coA et/ou succinate.  
 La répartition des flux pour les 3 modèles et pour les 3 types d’alimentation sont 
données dans les figures suivantes (figures 37, 38, 39). 
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Figure 37 : Répartition des flux en régime permanent pour le modèle 1 pour lequel on considère que 
l’oléate n’est pas dégradé mais entièrement assimilé par la levure. Les chiffres indiqués sont 




fluxnormaliséflux ). Les chiffres en 
caractères normaux représentent les résultats obtenus pour la culture sur glucose seul. Les chiffres en 
caractères gras représentent les résultats obtenus pour Dol = 0,0041 h-1. Les chiffres en caractères 
soulignés représentent les résultats obtenus pour Dol = 0,0073 h-1. 
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Figure 38 : Répartition des flux en régime permanent pour le modèle 2 pour lequel on considère que 
l’oléate est entièrement dégradé en acétyl-coA. Les chiffres indiqués sont normalisés par rapport à 




fluxnormaliséflux ). Les chiffres en caractères normaux 
représentent les résultats obtenus pour la culture sur glucose seul. Les chiffres en caractères gras 
représentent les résultats obtenus pour Dol = 0,0041 h-1. Les chiffres en caractères soulignés 
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Figure 39 : Répartition des flux en régime permanent pour le modèle 2 pour lequel on considère que 
l’oléate est entièrement dégradé en succinate. Les chiffres indiqués sont normalisés par rapport à 




fluxnormaliséflux ). Les chiffres en caractères normaux 
représentent les résultats obtenus pour la culture sur glucose seul. Les chiffres en caractères gras 
représentent les résultats obtenus pour Dol = 0,0041 h-1. Les chiffres en caractères soulignés 
représentent les résultats obtenus pour Dol = 0,0073 h-1. 
 
 
La quantification des métabolites intracellulaires en régime permanent est présentée 
dans le tableau 22. 
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Composé Concentration sur glucose seul (mM)
Concentration sur glucose/oléate, 
Dol = 0,0073 h-1 (mM)
Trehalose 6P nd nd
Glucose 6P 2,52 ± 0,33 6,31 ± 2,33
Fructose 6P 0,54 ± 0,03 nd
Fructose 1,6P2 2,06 ± 0,19 4,39 ± 0,50
Acétate nd 14,32 ± 3,85
Pyruvate nd nd
Succinate nd 4,24 ± 1,41
Malate 1,83 ± 0,78 6,31 ± 1,43
Fumarate 0,30 ± 0,18 1,11 ± 0,33
Citrate 2,11 ± 0,40 7,68 ± 0,67
Isocitrate nd nd
Phosphoénolpyruvate 0,17 ± 0,04 0,78 ± 0,08
 
Tableau 22 : Concentrations intracellulaires en mM des sucres phosphates et acides organiques 
mesurées en régime permanent en chémostat glucose seul et en chémostat glucose/oléate, Dol = 




On constate que les concentrations intracellulaires de tous les métabolites 
augmentent en présence d’oléate ; ceci est relativement surprenant. Dans le tableau 22, les 
concentrations, exprimées en mM, ont été calculées en prenant en compte la teneur en eau 
intracellulaire mesurée par thermogravimétrie. En chémostat sur glucose seul, la teneur en 
eau cellulaire est de 1,43 mL.gMS-1 contre 0,78 mL.gMS-1 sur glucose/oléate, soit une 
diminution d’un facteur 1,8. Ainsi, l’augmentation de la concentration des divers métabolites 
s’expliquerait directement par la diminution de la teneur en eau cellulaire. Néanmoins, pour 
certains composés, en présence d’oléate la concentration augmente d’un facteur largement 
supérieur à 1,8 ; il s’agit de l’acétate, du succinate, du malate et du citrate.  
 
Dans le tableau 22, l’augmentation des concentrations de malate et de citrate 
apparaît comme significative sur glucose/oléate. L’acétate et le succinate ne sont pas 
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détectés sur glucose seul alors qu’ils le sont en présence d’acide oléique. La présence 
d’acétate intracellulaire est surprenante puisqu’en régime permanent on ne détecte pas 
d’acétate dans le milieu extracellulaire. L’acide acétique est un acide organique, dont la 
forme non dissociée, diffuse librement à travers les membranes biologiques. Soit une 
concentration intracellulaire d’acide acétique de 14 mM, un pKa de 4,75, un pH intracellulaire 
de 7 et le pH externe de 5, la concentration d’acide acétique extracellulaire devrait être de     
0,14 mM, et donc indétectable par nos dosages. Ainsi, en présence d’acide oléique, il est 
tout à fait possible que la concentration intracellulaire en acétate augmente sans se traduire 
par une détection extracellulaire d’acétate en en régime permanent. L’acétate mesuré 
pourrait autrement provenir d’une dégradation d’acétyl-coA lors du protocole d’extraction des 
métabolites intracellulaires. En effet, nos tentatives de mesure d’acétyl-coA intracellulaire ont 
toujours été infructueuses, même en présence d’acide oléique. Ainsi, la détection 
intracellulaire d’acétate et de succinate en présence d’acide oléique viendrait renforcer 
l’hypothèse d’une dégradation de l’oléate en acétyl-coA et/ou succinate. Par contre, il nous 
est impossible de conclure si le composé final issu de la dégradation de l’oléate est l’acétyl-
coA ou le succinate. L’augmentation de la concentration des autres intermédiaires du cycle 
de Krebs indiquerait un flux plus important dans ce cycle et confirmerait un apport 
supplémentaire de carbone dans le cycle de Krebs en présence d’oléate.  
L’hypothèse d’une dégradation de l’oléate est confirmée par une baisse de la valeur 
du quotient respiratoire en régime permanent sur glucose/oléate pour Dol = 0,0073 h-1 
(chapitre II-A-1-1 de la partie résultats et discussions). Cette baisse du quotient respiratoire 
est caractéristique d’une dégradation oxydative de l’acide oléique par la levure.  
Par analyse microscopique de la levure S. cerevisiae sur glucose/oléate, nous 
n’avons pas observé de globules lipidiques à l’intérieur de la cellule. Ces globules sont 
observés chez Yarrowia lipolytica par exemple et sont caractéristiques d’un stockage de 
réserves lipidiques. Ainsi, l’absence de tels globules chez S. cerevisiae indique que cette 
levure ne stocke pas l’oléate et plaide donc en faveur d’une consommation de l’acide oléique 
par S. cerevisiae.  
 
L’accumulation de citrate a un effet négatif connu sur l’activité de la 
phosphofructokinase I, PfkIp (qui convertit le fructose-6,phosphate en fructose-
1,6,diphosphate). Ainsi, une augmentation de la concentration intracellulaire de citrate en 
présence d’oléate devrait conduire à une inhibition de la  PfkIp et donc à une accumulation 
de fructose-6,phosphate dans la cellule, ce que nous ne constatons pas (tableau 22). Nous 
pouvons donc dire que l’augmentation du niveau intracellulaire de citrate en présence 
d’oléate n’est pas assez importante pour entraîner des conséquences métaboliques 
importantes chez S. cerevisiae. 
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V-C/ Récapitulatif des résultats 
 
En présence d’oléate, nous obtenons les résultats suivants : 
 
- L’ajout d’oléate entraîne une augmentation de l’activité spécifique des enzymes 
clés impliquées dans le transport du carbone du péroxisome et du cytosol vers la 
mitochondrie : Catp, Citp et Leu4/9p. De plus, lorsque l’alimentation en acide 
oléique augmente, les activités spécifiques de ces enzymes augmentent 
également. Il semble donc que le choix du niveau d’alimentation en oléate 
permette d’imposer la concentration cellulaire des enzymes Catp, Citp et Leu4/9p.  
 
- Le calcul des flux métaboliques à partir du modèle stoechiométrique et des 
résultats obtenus en régime permanent sur chémostat glucose/oléate en mode 
oxydatif nous permet de dire que l’oléate ne pas être entièrement assimilé dans la 
biomasse. Au contraire, il doit être entièrement ou partiellement dégradé en 
acétyl-coA et/ou succinate. La dégradation de l’oléate est confirmée par une 
baisse de la valeur du quotient respiratoire en régime permanent sur 
glucose/oléate pour Dol = 0,0073 h-1 mais aussi par l’absence de globule lipidique 
à l’intérieur de la cellule. La dégradation de l’oléate en acétyl-coA et/ou succinate 
est confirmée par une accumulation intracellulaire d’acétate et de succinate en 
régime permanent en chémostat glucose/oléate. De plus, l’accumulation 
d’intermédiaires du cycle de Krebs tels que le malate et le citrate confirme un 
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CHAPITRE 6 : Analyse de la transition respiro-
fermentaire en chémostat glucose/succinate 
 
L’oléate peut avoir deux actions différentes sur le métabolisme de la levure : il exerce 
un effet substrat puisqu’il est une source de carbone ; il agit également au niveau génétique 
en activant la transcription des gènes dont le promoteur contient l’ORE (Oleic Response 
Element). Les enzymes impliquées dans le transport du carbone vers la mitochondrie sont 
particulièrement stimulées par la présence d’oléate.  
 
Pour nous affranchir de l’effet sur les gènes, nous avons réalisé un chémostat 
glucose/co-substrat avec un co-substrat qui n’ait pas d’effet inducteur connu sur les 
systèmes enzymatiques impliqués dans le transport du carbone vers la mitochondrie. Il faut 
également que le co-substrat corresponde à l‘apport potentiel de carbone dû à la 
dégradation de l’oléate. 
Le produit carboné final de la β-oxydation de l’oléate dans le péroxisome est l’acétyl-
coA péroxisomal. Le carbone peut quitter le péroxisome sous 2 formes : acétyl-carnitine (via 
le système Catp) ou succinate (via le cycle du glyoxylate péroxisomal). Etant donné que la 
levure S. cerevisiae est incapable de synthétiser la L,carnitine (Van Roermund et al., 1999) 
et que nous n’ajoutons pas de L,carnitine dans notre milieu d’alimentation, le système Catp 
ne doit pas être actif dans nos conditions de travail. Le carbone ne pourrait donc quitter le 
péroxisome qu’à travers le cycle du glyoxylate. A chaque tour de cycle, on assiste alors à la 




































Figure 40 : Schéma du cycle du glyoxylate. Abréviations : OAA, oxaloacétate ; AccoA, acétyl-coA. 
 
  
 Le co-substrat que nous avons choisi est donc le succinate. Ainsi, en réalisant un 
chémostat glucose/succinate, nous devrions dissocier « l’action substrat » de la stimulation 
de la transcription des gènes due à l’oléate. 
 
VI-A/ Chémostat sur glucose/succinate 
 
VI-A-1/ Régime Permanent 
 
La levure S. cerevisiae CENPK113-7D est cultivée en culture continue aérobie sur 
glucose/succinate, la concentration en glucose dans le milieu d’alimentation est proche de 
40 g.L-1. Les ajouts de glucose et de succinate se font par 2 alimentations distinctes. Pour le 
glucose, le taux de dilution est égal à D = 0,16 h-1 ; pour le succinate, le taux de dilution est 
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Dans ce type de chémostat, la concentration résiduelle en glucose est nulle mais il 
reste du succinate présent dans le réacteur. La concentration résiduelle en succinate est 
égale à 4,21 g.L-1 ± 0,1. La vitesse spécifique de consommation de succinate est égale à 
1,01 mCmol.h-1.gMS-1.  
Malgré l’ajout de succinate, le métabolisme de la levure reste purement oxydatif. Les 
seuls produits formés sont la biomasse et le CO2 ; il n’y a pas d’éthanol produit en régime 
permanent. Pour une concentration de glucose de 38 g.L-1, on obtient une concentration en 
biomasse égale à 20 g.L-1 ± 0,1 dans le réacteur. 
 
VI-A-1-1/ Rendements et quotient respiratoire 
 
Les rendements obtenus en régime permanent pour le chémostat glucose/succinate 
sont présentés dans le tableau 23.  
On constate que le quotient respiratoire est légèrement supérieur à l’unité en 
présence de succinate. 
Grâce aux équations-bilans des oxydations complètes du glucose et du succinate, 
nous allons pouvoir calculer les quotients respiratoires caractéristiques d’un métabolisme 
purement oxydatif sur glucose et succinate. Nous pourrons alors expliquer pourquoi le 
quotient respiratoire augmente lorsque nous ajoutons du succinate en chémostat glucose.  
L’oxydation complète du glucose donne l’équation suivante : 
C6H12O6 +  6 O2                6 CO2 + 6 H2O  







2 ===QR  
L’oxydation complète du succinate donne l’équation suivante : 
C4H6O4 +  2
7
 O2                 4 CO2 + 3 H2O  
Ainsi, l’oxydation complète de l’oléate est caractérisée par un quotient respiratoire supérieur 
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Donc, en chémostat glucose/succinate, le fait que le quotient respiratoire soit 
légèrement supérieur à l’unité (1,08) et se rapproche de la valeur de 1,14 (caractéristique 
d’une croissance purement oxydative sur succinate en tant que seule source de carbone) 
traduit une consommation effective de succinate. 
 
 












0,54 ± 0,01 0,76 ± 0,01 0,82 ± 0,01 1,08 98% 96% 1,01
 
Tableau 23 : Rendements, quotient respiratoire, bilans carbone et rédox en régime permanent à D = 
0,16 h-1 sur glucose/succinate. Les écart-types sont calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
VI-A-1-2/ Mesures des activités spécifiques des enzymes impliquées 
dans le transport du carbone de l’acétyl-coA vers la mitochondrie 
 
 Les activités spécifiques des enzymes impliquées dans le transport du carbone vers 
la mitochondrie mesurées en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose/succinate sont 
présentées dans le tableau 24. En présence de succinate, l’activité citrate synthase est la 
seule activité enzymatique détectable. 
 
 
AS Catp (U.mg-1) AS Citp (U.mg-1) AS Leu4/9p (U.mg-1)
nd 63,5 ± 7,7 nd
 
Tableau 24 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur 






 En respirométrie, nous mesurons un vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
égale à 13 mmol.h-1.gMS-1 ± 1 (l’écart-type est calculé à partir de 5 échantillons différents).  
 
VI-A-2/ Ajout pulsé de glucose (10 g.L-1) 
 
Lors d’un  ajout pulsé de glucose (concentration initiale égale à 10 g.L-1) en régime 
permanent, la levure passe en métabolisme respiro-fermentaire. L’évolution des 
concentrations extra-cellulaires est présentée dans la figure 41. Suite à l’ajout pulsé de 
glucose, la concentration extra-cellulaire en succinate reste identique à celle mesurée en 
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régime permanent. Suite à l’ajout pulsé de glucose, on assiste à une production d’éthanol, 













































Figure 41 : Evolution des concentrations extra-cellulaires à D = 0,16 h-1 sur glucose/succinate suite à 
un ajout pulsé de glucose (au temps t = 0 h). Le tracé de biomasse correspond à la différence de 
concentration de biomasse entre la valeur mesurée après le pulse et celle du régime permanent : 
∆biomasse = (biomasse(t) – biomasse en régime permanent). Les sigles correspondent aux valeurs 
expérimentales. Les tracés correspondent aux valeurs recalculées par Lirec.    
 
 
En présence de succinate, la répartition du glucose apporté par le pulse est 











QR final bilan carbone
bilan 
rédox
0,00 0,04 0,06 0,47 2,34 97% 92%
 
Tableau 25 : Rendements, quotient respiratoire final, bilans carbone et rédox suite à un ajout pulsé de 
glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/succinate. 
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Lors de l’ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire devient supérieur à l’unité. 
Son évolution ainsi que celle des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 sont présentées en figure 42. 
 
 
Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.












































Figure 42 : Evolution du quotient respiratoire, des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 en chémostat (D = 0,16 h-1) sur glucose/succinate suite à un ajout pulsé de 
glucose (au temps t = 0 h). 
 
 
VI-B/ Comparaison des chémostats sur glucose et 
glucose/succinate 
 
 Dans cette partie de l’étude, nous souhaitions dissocier « l’effet substrat » de l’oléate 
de son action sur les gènes. Pour cela, nous avons choisi de réaliser des chémostats 
glucose/succinate. En effet, le succinate est un des produits cytosoliques finaux de la 
dégradation de l’oléate et il n’a pas d’effet connu sur les gènes induits par l’oléate.  
 
Lors du chémostat sur substrats mixtes glucose/succinate que nous avons réalisé, 
l’alimentation en succinate reste faible : il ne s’agit pas de perturber complètement le 
métabolisme de la levure. En chémostat glucose/oléate, l’oléate représentait 3 % et 15 % du 
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carbone total consommé. En chémostat glucose/succinate, le succinate représente 9 % du 
carbone total consommé. Ainsi, si l’action de l’oléate est uniquement un « effet substrat », 
l’effet du succinate sur la transition respiro-fermentaire devrait être intermédiaire à celui 
observé en présence d’oléate aux alimentations testées. 
 
Tout d’abord, on constate qu’en régime permanent, en présence de succinate, le 
rendement en biomasse est proche de celui observé sur chémostat glucose seul : 5 % de 
différence.  
Par contre, les rendements Ro2,x et Rco2,x sont plus importants en présence de 
succinate que sur glucose seul : 17,7 % d’augmentation pour Ro2,x et 27,2 % 
d’augmentation pour Rco2,x (tableau 26).  
Nous présentons ci-après les équations-bilans d’oxydation du glucose et du 
succinate. Nous pouvons ainsi comparer les apports d’oxygène nécessaire pour la 
consommation purement oxydative de ces deux substrats carbonés. 
L’oxydation complète du glucose donne en Cmol l’équation suivante : 
CH2O + O2                CO2 + H2O 
L’oxydation complète du succinate donne en Cmol l’équation suivante : 
CH1,5O + 1,17 O2               CO2 + 1, 33 H2O 
Ces équations confirment qu’il faut effectivement plus d’oxygène pour oxyder 1 Cmol de 
succinate que pour oxyder 1 Cmol de glucose. Les rendements Ro2,x et Rco2,x plus 
importants observés sur glucose/succinate sont donc logiques et traduisent une 
consommation effective de succinate. 
Le fait que le quotient respiratoire devienne supérieur à l’unité en présence de 
succinate et se rapproche ainsi de la valeur théorique du quotient respiratoire lors de la 
consommation purement oxydative du succinate seul (1,14) traduit également une 
consommation de succinate.  
 Une autre explication à l’augmentation de la vitesse spécifique de consommation 
d’oxygène en présence de succinate pourrait être l’effet découplant du succinate. Lorsque 
Verduyn et al. (1992) ajoutent de l’acide benzoïque (10 mM dans le milieu d’alimentation) à 
un chémostat glucose (D = 0,1 h-1) de la souche CBS 8066, l’acide agit comme agent 
découplant de la respiration. La présence de benzoate provoque une forte augmentation de 
qO2 (qui passe de 2,5 à 19,5 mmol.gMS-1.h-1) ; on assiste également à une chute du 
rendement en biomasse (qui passe de 0,51 à 0,15 gX.gS-1). Postma et al. (1989) constatent 
les mêmes phénomènes en cas d’ajout de propionate dans le milieu d’alimentation d’un 
chémostat glucose (D = 0,1 h-1) de la souche CBS 8066. Le succinate étant un acide faible 
comme le benzoate et le propionate, il est donc fort probable qu’il ait le même effet sur le 
métabolisme de la levure.  










Dsuc = 0 h-1 0,57 ± 0,01 0,65 ± 0,01 0,65 ± 0,01 1,00 0
Dsuc = 0,0063 h-1 0,54 ± 0,01 0,76 ± 0,01 0,82 ± 0,01 1,08 1,01
 
Tableau 26 : Rendements, quotient respiratoire et vitesse spécifique de consommation de succinate 
en régime permanent à D = 0,16 h-1 pour divers taux de dilution en succinate (Dsuc). Les écart-types 
sont calculés à partir de 6 échantillons indépendants. 
 
 
Les dosages des enzymes impliquées dans le transport du carbone issu de l’acétyl-
coA vers la mitochondrie révèlent une action complètement inverse de l’oléate et du 
succinate sur ces enzymes. L’ajout d’oléate provoque une sur-expression des systèmes 
enzymatiques impliqués dans ce transport. Au contraire l’ajout de succinate provoque une 
chute des activités enzymatiques : l’activité de Citp chute de 72 % tandis que les activités de 
Catp et Leu4p deviennent indétectables dans nos conditions de dosage (tableau 27). La 
citrate synthase est la première enzyme du cycle du citrate, elle est inhibée par les produits 
du cycle que sont l’ATP, le NADH ainsi que le syccinyl-coA (Nelson et Cox, 2004). Lorsqu’on 
alimente le cycle du citrate avec du succinate, les activités enzymatiques situées en amont 
de la synthèse de succinate, en particulier la citrate synthase, seraient réprimées dû fait de 
l’apport de carbone supplémentaire dans le cycle. En ce qui concerne les enzymes carnitine 
acétyl transférase et isopropymalate synthase, nous n’avons pas trouvé dans la littérature de 
rôle direct du succinate sur les activités de ces enzymes. Néanmoins l’explication 
précédente resterait plausible également dans ce cas. 
 
 
Alimentation AS Catp (U.mg-1) AS Citp (U.mg-1) AS Leu4/9p (U.mg-1)
glucose seul 23,9 ± 1,5 229 ± 5 2,85 ± 0,11
Dol = 0,0041 h-1 33,1 ± 1,3 271 ± 6 3,18 ± 0,10
Dol = 0,0073 h-1 62,4 ± 1,4 821 ± 8 10,95 ± 0,15
Dsuc = 0,0063 h-1 nd 63,5 ± 7,7 nd
 
Tableau 27 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose seul, 
glucose/oléate à divers taux de dilution en oléate (Dol) et sur glucose/succinate (Dsuc). Abréviations : 
nd : non détectable. Les écart-types sont calculés à partir de 4 échantillons indépendants. 
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En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
plus importante en présence de succinate : qO2 max = 13 mmol.h-1.gMS-1 ± 1 sur 
glucose/succinate alors que qO2 max = 8,8 mmol.h-1.gMS-1 ± 1,3 en chémostat sur glucose 
seul. Une nouvelle fois, l’augmentation du potentiel respiratoire de la levure ne se traduit pas 
par une diminution de la transition respiro-fermentaire. 
 
Grâce au modèle décrit au paragraphe V-E de la partie matériels et méthodes, nous 
avons calculé les flux métaboliques sur glucose/succinate et sur glucose seul (figure 43). 
Selon la topologie de notre réseau métabolique, le succinate est incorporé dans le cycle de 
Krebs puisque le flux de carbone dans le cycle de Krebs après le succinate augmente. On 
constate une chute du flux de la voie anaplérotique de conversion du pyruvate en 
oxaloacétate. En présence du succinate, l’alimentation du cycle de Krebs en composé C4 se 
ferait alors par un apport de succinate et non plus par un apport d’oxaloacétate via la 




























Figure 43 : Répartition des flux en régime permanent sur glucose seul et sur glucose/succinate. Les 





fluxnormaliséflux ). Les chiffres en caractères normaux représentent les résultats 
obtenus pour la culture sur glucose seul. Les chiffres en caractères gras représentent les résultats 
obtenus pour la culture sur glucose/succinate. 
 
 
De manière à quantifier l’effet de la perturbation due à l’ajout de succinate sur 
l’apparition de la transition respiro-fermentaire, nous avons réalisé sur les cellules cultivées 
en chémostat en régime permanent un ajout pulsé de glucose. 
Suite à l’ajout pulsé de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) en régime permanent, en 
présence de succinate, le comportement des levures est identique à celui observé sur 
glucose seul (figure 44). Le glucose ajouté est majoritairement converti en éthanol, puis en 
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glucose. Le quotient respiratoire final est égal à 2,34 en présence de succinate, il a une 

























Figure 44 : Répartition du glucose apporté lors du pulse de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur 
glucose/succinate à divers taux de dilution en oléate (Dsuc).  
 
 
Suite à un ajout pulsé de glucose, les résultats obtenus en présence de succinate 
sont fondamentalement différents de ceux obtenus en présence d’oléate. En présence 
d’oléate, la répartition des flux métaboliques change et s’oriente vers un métabolisme plus 
oxydatif caractérisé par une diminution de la production d’éthanol, une synthèse de 
biomasse et un quotient respiratoire plus faible. En présence de succinate, nous ne 
retrouvons aucun de ces effets ; le métabolisme reste aussi réductif que sur glucose seul. 
L’ajout de succinate ne permet donc pas de limiter l’apparition de l’effet Crabtree court-terme 
comme lors de l’ajout d’oléate. Il semble donc que « l’effet substrat » de l’oléate ne soit pas 
l’effet majeur de l’action de l’oléate. L’effet prépondérant de l’acide oléique se situe donc 
vraisemblablement au niveau de la transcription de certains gènes ; la transcription génique 
est stimulée par l’oléate ce qui conduit à des activités spécifiques plus importantes. L’action 
sur les gènes codant pour les systèmes enzymatiques impliqués dans le transport du 
carbone vers la mitochondrie semble particulièrement importante. L’oléate provoque la sur-
expression des 3 systèmes enzymatiques impliqués dans ce transport et on assiste alors à 
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une limitation de la transition respiro-fermentaire. Le succinate réprime ce transport et dans 
ce cas, il n’y a aucune limitation de la bascule métabolique.  
 
VI-C/ Récapitulatif des résultats  
 
Au cours du chémostat sur glucose/succinate, nous obtenons les résultats suivants : 
 
- L’ajout de succinate ne provoque pas le passage d’un métabolisme purement 
oxydatif à un métabolisme oxydo-réductif en chémostat glucose oxydatif  en 
régime permanent à D = 0,16 h-1. 
 
- L’ajout de succinate a un effet négatif sur les activités spécifiques des enzymes 
impliquées dans le transport du carbone du cytosol vers la mitochondrie. Dans ce 
cas précis, le succinate a un effet radicalement opposé à celui de l’oléate qui lui 
provoque une hausse des activités spécifiques de ces systèmes enzymatiques. 
 
- D’après la modélisation métabolique, le succinate est incorporé dans le cycle de 
Krebs, se substituant ainsi à l’apport traditionnel en composé C4 par la pyruvate 
carboxylase sous forme d’oxaloacétate.  
 
- Suite à un ajout pulsé de glucose en régime permanent, la production des 
métabolites extra-celullaires est identique en chémostat glucose seul et en 
chémostat glucose/succinate. L’ajout de succinate est donc sans effet sur la 
transition respiro-fermentaire alors que l’acide oléique permet de réduire la 
bascule métabolique. Il apparaît donc qu’on ne peut pas mimer le système 
glucose/oléate par un système glucose/succinate. L’effet de l’oléate sur la 
transition respiro-fermentaire ne correspond pas uniquement à un apport 
supplémentaire de carbone sous forme de succinate. « L’effet substrat » de 
l’acide oléique n’est donc pas l’effet majeur de la réduction de la transition respiro-
fermentaire par l’acide oléique. L’effet de l’oléate se situe donc vraisemblablement 
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CHAPITRE 7 : Analyse de la transition respiro-
fermentaire par sur-expression spécifique de 
l’enzyme Cit2p en chémostat glucose  
 
 L‘oléate peut avoir deux effets différents sur le métabolisme de la levure S. 
cerevisiae : un effet « substrat » et un effet « génétique ». L’effet substrat se caractérise par 
une dégradation de l’oléate en acétyl-coA et/ou succinate assimilable par le métabolisme 
central carboné. L’effet génétique se caractérise par une stimulation de la transcription de 
certains gènes. 
Pour différencier ces deux effets, nous avons réalisé un chémostat glucose/succinate 
car le succinate est un des produits finaux de la dégradation de l’oléate. Lors d’un chémostat 
glucose/succinate, nous n’avons pas observé de réduction de l’effet Crabtree court-terme 
équivalente à celle observée sur glucose/oléate. L‘action de l’oléate sur la transition respiro-
fermentaire ne peut donc pas se résumer à un apport plus important de carbone sous forme 
de succinate. Ainsi, il semble que l’effet de l’oléate se situe plutôt au niveau génétique.  
Les gènes dont la transcription est stimulée par l’oléate possèdent sur leur promoteur 
l’élément ORE (Oleic Response Element). Parmi ces gènes, nous nous sommes plus 
particulièrement intéressés à ceux codant pour des protéines impliquées dans le transport du 
carbone du cytosol vers la mitochondrie. Ainsi, il apparaît qu’en présence d’acide oléique, les 
voies métaboliques impliquées  dans le transport du carbone vers la mitochondrie sont 
stimulées, cela se traduit par une augmentation des activités spécifiques des enzymes clés 
impliquées dans ce transport : Catp, Cit2p et Leu4/9p. Ces trois enzymes sont 
caractéristiques des trois voies métaboliques distinctes qui permettent de transporter le 
carbone vers la mitochondrie : la voie Catp (Cat2p, Yat1/2p, Crc1p), la voie glyoxylique 
(caractérisée en particulier par Cit2p) et la voie isopropylmalate synthase (Leu4/9p). Dans 
les conditions dans lesquelles nous travaillons (sans ajout de L,carnitine), la voie glyoxylique 
serait alors la seule voie active.  
Ainsi, pour stimuler spécifiquement un transport de carbone vers la mitochondrie, 
nous avons donc décidé de construire une souche sur-exprimant le gène CIT2 codant pour 
la citrate synthase II. Une souche mutante a ainsi été construite : nous avons transformé une 
souche CENPK auxotrophe à la leucine (∆leu2) avec un plasmide multi-copies contenant le 
gène CIT2. Le plasmide que nous avons utilisé est le plasmide pRS425ADHCIT2 fourni par 
Chen et al. (2002). Ce plasmide est un plasmide multi-copies qui contient le gène CIT2 
(placé sous la direction du promoteur ADH), le marqueur est le gène LEU2. Ainsi en 
transformant un mutant ∆leu2 avec ce plasmide, on obtient une souche sur-exprimant le 
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gène CIT2 capable de pousser sur milieu minimum. Nous n’aurons donc pas à modifier notre 
milieu de culture pour cultiver le mutant cit2+ que nous avons construit.  
 
Nous avons réalisé un chémostat sur glucose seul de la souche CENPK-cit2+. 
Ensuite, pour étudier l’effet de la sur-expression du gène CIT2 sur l’effet Crabtree court-
terme, nous avons réalisé un ajout pulsé de glucose en régime permanent. Si, 
consécutivement à cet ajout pulsé de glucose, la quantité d’éthanol produit est inférieure à 
celle synthétisée par la souche sauvage lors d’un ajout pulsé de glucose en chémostat sur 
glucose seul, on pourra conclure que le gène CIT2 a un effet positif sur la limitation de la 
bascule métabolique. 
 
VII-A/ Chémostat sur glucose seul du mutant cit2+ 
 
VII-A-1/ Régime Permanent 
 
Le mutant cit2+ (qui sur-exprime le gène CIT2) est cultivé en culture continue aérobie 
sur glucose seul. Dans le milieu d’alimentation, la concentration en glucose est proche de 40 
g.L-1. Le taux de dilution est égal à D = 0,16 h-1.  
 
A D = 0,16 h-1, la concentration résiduelle en glucose est nulle. Le métabolisme de la 
levure est purement oxydatif. Les seuls produits formés sont la biomasse et le CO2 ; il n’y a 
pas d’éthanol en régime permanent. Pour une concentration en glucose de 39 g.L-1, on 
obtient 16,5 g.L-1 ± 0,01 de biomasse dans le réacteur en régime permanent. 
 
VII-A-1-1/ Rendements et quotient respiratoire 
 
Les rendements obtenus en régime permanent pour le mutant cit2+ sur chémostat 













0,42 ± 0,01 0,48 ± 0,01 0,96  ± 0,01 0,97 ± 0,01 1,01 95% 92%
 
Tableau 28 : Rendements, quotient respiratoire, bilans carbone et rédox en régime permanent pour le 
mutant cit2+ à D = 0,16 h-1 sur glucose seul. Les écart-types sont calculés à partir de 6 échantillons 
indépendants. 
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VII-A-1-2/ Mesures des activités spécifiques des enzymes impliquées 
dans le transport du carbone de l’acétyl-coA vers la mitochondrie 
 
 Les activités spécifiques des enzymes impliquées dans le transport du carbone vers 
la mitochondrie mesurées en régime permanent pour le mutant cit2+ à D = 0,16 h-1 sur 
glucose seul sont présentées dans le tableau 29.  
 
 
AS Catp (U.mg-1) AS Citp (U.mg-1) AS Leu4/9p (U.mg-1)
35,5 ± 1,8 312 ± 7 2,84 ± 0,10
 
Tableau 29 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 pour le mutant 






 En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
égale à 13,6 mmol.h-1.gMS-1 ± 0,4 (l’écart-type est calculé à partir de 5 échantillons 
différents).  
 
VII-A-2/ Ajout pulsé de glucose (10 g.L-1) 
 
Lors d’un  ajout pulsé de glucose (concentration initiale égale à 10 g.L-1) en régime 
permanent, la levure passe en métabolisme respiro-fermentaire. L’évolution des 
concentrations extra-cellulaires est présentée dans la figure 45. Suite à l’ajout pulsé de 
glucose, on assiste à une production d’éthanol, d’acétate et de glycérol. On note également 
que la concentration en biomasse ne varie pas, elle reste identique à celle mesurée en 
régime permanent.  
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Figure 45 : Evolution des concentrations extra-cellulaires à D = 0,16 h-1 pour le mutant cit2+ sur 
glucose seul suite à un ajout pulsé de glucose (au temps t = 0 h). Le tracé de biomasse ne correspond 
pas à la concentration de biomasse présente dans le réacteur mais à ∆biomasse = (biomasse – 
biomasse en régime permanent). Les sigles correspondent aux valeurs expérimentales. Les tracés 
correspondent aux valeurs recalculées par Lirec.    
 
 
Pour le mutant cit2+, la répartition du glucose apporté par le pulse est présentée 











QR final bilan carbone
bilan 
rédox
0,00 0,02 0,04 0,52 2,41 100% 90%
 
Tableau 30 : Rendements, quotient respiratoire final, bilans carbone et rédox suite à un ajout pulsé de 
glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) pour le mutant cit2+ sur glucose seul. 
 
 
Lors de l’ajout pulsé de glucose, le quotient respiratoire devient supérieur à l’unité. 
Son évolution ainsi que celle des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 sont présentées en figure 46. 
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 Vitesses spécifiques de consommation d'O2 et de production de CO2.












































Figure 46 : Evolution du quotient respiratoire, des vitesses spécifiques de consommation d’O2 et de 
production de CO2 en chémostat (D = 0,16 h-1) pour le mutant cit2+ sur glucose seul suite à un ajout 
pulsé de glucose (au temps t = 0 h). 
 
 
VII-B/ Comparaison des chémostats sur glucose seul pour la 
souche sauvage et le mutant cit2+ 
 
 La sur-expression du gène CIT2 permet de stimuler spécifiquement la citrate 
synthase. Il s’agit ici d’avoir une action ciblée sur une enzyme unique. 
 
En régime permanent, on constate une sur-expression effective du gène CIT2 qui se 
traduit par une activité spécifique supérieure de Citp pour le mutant cit2+ par rapport à la 
souche sauvage (36% d’augmentation). L’activité spécifique de Leu4p reste inchangée ce 
qui semble logique. Par contre, l’activité spécifique de Catp augmente, ceci est surprenant  
(tableau 31). Une hypothèse pour expliquer l’augmentation de l’activité spécifique de Catp 
serait une action régulatrice du citrate sur l’expression cette enzyme. Il est en effet connu 
qu’une augmentation de la concentration intracellulaire de citrate entraîne des phénomènes 
d’inhibition et de répression sur un certain nombre d’enzymes du métabolisme central 
carboné telles que la phosphofructokinase, …. Néanmoins malgré l’augmentation de  
l’activité spécifique de la Catp chez ce mutant, ce système enzymatique reste inactif dans 
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nos conditions de culture car notre milieu d’alimentation ne contient pas la L,carnitine, 
indispensable au fonctionnement de la Catp. Ainsi, en construisant le mutant cit2+, nous 
avons bien obtenu une souche où l’enzyme Citp est, parmi les 3 trois systèmes mesurés, la 
seule enzyme impliquée dans le transport du carbone vers la mitochondrie à être active et 
présente en quantité plus importante dans la cellule.   
 
 
Alimentation AS Catp (U.mg-1) AS Citp (U.mg-1) AS Leu4/9p (U.mg-1)
souche sauvage 23,9 ± 1,5 229 ± 5 2,85 ± 0,11
mutant cit2+ 35,5 ± 1,8 312 ± 7 2,84 ± 0,10
 
Tableau 31 : Activités enzymatiques spécifiques en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose seul 




Grâce au modèle décrit au paragraphe V-E de la partie matériels et méthodes, nous 
avons calculé les flux métaboliques en régime permanent en chémostat sur glucose seul 
pour la souche sauvage et le mutant cit2+. La comparaison des profils obtenus pour les deux 
souches montre que le flux de carbone dans le cycle de Krebs est plus important pour le 





















Figure 47 : Répartition des flux en régime permanent glucose seul pour la souche sauvage et pour le 





fluxnormaliséflux ). Les chiffres en caractères normaux représentent les résultats 
obtenus pour la culture de la souche sauvage. Les chiffres en caractères gras représentent les 
résultats obtenus pour le mutant cit2+. 
 
 
La protéine Cit2p catalyse la réaction :  
oxaloacétate + acétyl-coA              citrate  
Cette enzyme est principalement localisée dans les péroxisomes (Lee et al., 2000), or 
sur glucose, il n’y a pas de péroxisomes, Cit2p est donc soit mitochondriale, soit cytosolique. 
Si Cit2p est mitochondriale, une activité accrue de cette enzyme va entraîner un flux plus 
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cette enzyme va entraîner un apport plus important de carbone, sous forme de citrate, à 
l’intérieur de la mitochondrie. Dans les deux cas, il apparaît qu’une surexpression de Cit2p 
entraîne un flux de carbone plus important dans le cycle de Krebs, soit directement par 
l’augmentation de la quantité de citrate synthase présente dans la mitochondrie, soit 















Figure 48 : Conséquences d’une surexpression mitochondriale ou cytosolique de l’enzyme Citp. 
 
 
On constate qu’en régime permanent, le rendement en biomasse, Rx,s, baisse de 
15% pour le mutant cit2+ par rapport à la souche sauvage (tableau 32). La protéine Citp 
catalyse la réaction : oxaloacétate + acétyl-coA             citrate. Il est possible que lorsque 
cette protéine est présente en quantité plus importante, une partie plus importante du flux 
d’acétyl-coA soit déviée vers la production de citrate ; l’acétyl-coA est alors moins disponible 
pour la synthèse d’autres molécules utilisées pour la production de biomasse. La baisse du 
rendement en biomasse s’expliquerait donc par un problème de disponibilité de l’acétyl-coA. 
 
On note également que les rendements Ro2,x et Rco2,x augmentent de 50% pour le 
mutant cit2+ par rapport à la souche sauvage (tableau 32).  
Comme nous l’avons déjà dit, il semblerait qu’une surexpression de la protéine Cit2p 
entraîne un flux plus important dans le cycle de Krebs (donc une augmentation du qCO2). Si le 
flux de carbone dans le cycle de Krebs augmente, le nombre d’équivalents réducteurs 
généré par ce cycle augmente aussi. Il faut donc respirer plus pour réoxyder ces équivalents 
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de ces vitesses spécifiques expliquerait l’augmentation des rendements Ro2,x et Rco2,x pour 











souche sauvage 0,57 ± 0,01 0,65 ± 0,01 0,65 ± 0,01 1,00
mutant cit2+ 0,48 ± 0,01 0,96  ± 0,01 0,97 ± 0,01 1,01
 
Tableau 32 : Rendements, quotient respiratoire en régime permanent à D = 0,16 h-1 sur glucose seul 




En respirométrie, nous mesurons une vitesse spécifique de consommation d’oxygène 
plus importante pour le mutant cit2+ que pour la souche sauvage : 13,6 mmol.h-1.gMS-1 ± 0,4 
pour le mutant cit2+ contre 8,8 mmol.h-1.gMS-1 ± 1,3 pour la souche sauvage. Cette 
augmentation pourrait s’expliquer par une stimulation de la chaîne respiratoire due à un flux 
important de carbone dans le cycle de Krebs comme nous l’avons décrit dans le paragraphe 
précédent. 
 
De manière à quantifier l’effet de la stimulation spécifique de la protéine Cit2p sur 
l’apparition de la transition respiro-fermentaire, nous avons réalisé sur les cellules cultivées 
en chémostat en régime permanent un ajout pulsé de glucose.  
Suite à l’ajout pulsé de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) en régime permanent, le 
comportement du mutant cit2+ est proche de celui de la souche sauvage (figure 49). Dans 
les deux cas, la concentration en masse sèche ne varie pas suite à l’ajout pulsé de glucose. 
Le quotient respiratoire final est égal à 2,41 pour le mutant cit2+, il a une valeur de 2,47 pour 
la souche sauvage ; les métabolismes sont donc aussi réductifs l’un que l’autre. La seule 
différence se situe au niveau de la répartition du glucose entre les divers produits formés : 
éthanol, acétate et glycérol. Dans les deux cas, l’éthanol est le produit majeur synthétisé 
suite à un ajout pulsé de glucose mais les quantités de glycérol et d’acétate produites par le 
mutant cit2+ chutent par rapport à la souche sauvage (68 % de baisse pour le glycérol et 38 
% pour l’acétate) au profit de l’éthanol.   
 
 
























Figure 49 : Répartition du glucose apporté lors du pulse de glucose en chémostat (D = 0,16 h-1) sur 
glucose seul pour la souche sauvage et pour le mutant cit2+.  
 
 
Une activité spécifique plus importante de la protéine Cit2p ne permet donc pas de 
détourner le flux de carbone de la voie réductive vers la voie oxydative. Cette sur-expression 
permet seulement une redistribution du flux de carbone entre les divers produits de la voie 
réductive en faveur de l’éthanol. 
L’augmentation de la vitesse spécifique maximale de consommation d’oxygène 
(mesurée en respirométrie) n’au aucun effet sur la transition respiro-fermentaire. 
 
Au vu des résultats que nous obtenons, il apparaît qu’une augmentation ciblée de 
l’activité spécifique de la Cit2p ne permet pas de limiter l’effet Crabtree court-terme.  
Si on considère que l’activité Citp supplémentaire est mitochondriale, nous pourrons 
conclure qu’un flux plus important dans le cycle de Krebs ne permet pas d’augmenter la 
capacité respiratoire de la levure S. cerevisiae. Si on considère que l’activité Citp 
supplémentaire est cytosolique, nous pourrons conclure qu’un transport accru de carbone 
vers la mitochondrie n’entraîne pas d’augmentation de la capacité respiratoire de la levure S. 
cerevisiae. Dans les deux cas, une stimulation directe ou indirecte du cycle de Krebs ne 
permet pas de réduire l’effet Crabtree court-terme.  
L’activité de la Cit2p augmente en présence d’oléate et l’oléate permet de limiter 
l’effet Crabtree court-terme. On peut donc penser que si la citrate synthase intervient dans la 
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réduction de la transition respiro-fermentaire, elle n’agit pas seule, d’autres enzymes sont 
impliquées. Dans ce phénomène, Cit2p n’est pas l’enzyme limitante ou en tout cas, elle n’est 
pas la seule. 
 
VII-C/ Récapitulatif des résultats 
 
 Au cours du chémostat sur glucose seul réalisé pour un mutant qui sur-
exprime le gène CIT2, nous obtenons les résultats suivants : 
 
- Le mutant cit2+ conserve en chémostat glucose à D = 0,16 h-1 un métabolisme 
purement oxydatif. 
 
- La surexpression du gène CIT2 provoque une augmentation de l’activité 
spécifique de Citp ce qui est tout à fait logique ; elle provoque aussi une légère 
augmentation de l’activité spécifique de Catp ce qui est plus surprenant. 
 
- La surexpression du gène CIT2 provoque une chute du rendement en biomasse 
Rx,s en régime permanent par rapport à la souche sauvage (15% de baisse). 
Dans le même temps, on observe une forte augmentation des rendements Ro2,x 
et Rco2,x (50 % d’augmentation). Ces observations prouvent que la surexpression 
du gène CIT2 provoque des changements importants dans le métabolisme de S. 
cerevisiae, se caractérisant en particulier par une augmentation du flux de 
carbone dans le cycle de Krebs. 
 
- Suite à un ajout pulsé de glucose en régime permanent pour le mutant cit2+, le 
métabolisme est aussi réductif que lors d’un ajout pulsé de glucose en régime 
permanent pour la souche sauvage. Ce résultat montre qu’une sur-expression 
isolée du gène CIT2 n’a aucun effet limitant sur l’effet Crabtree court-terme. Il y a 
donc deux possibilités : soit Cit2p n’est pas impliquée dans la réduction de la 
transition respiro-fermentaire, soit elle fait partie d’un groupe d’enzymes qui 
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L’objectif de ce travail était d’étudier la transition respiro-fermentaire chez S. 
cerevisiae et d’aider à l’identification de l’étape contrôlante dans ce processus, à partir d’une 
approche originale de génie microbiologique basée sur l’utilisation de culture en substrats 
mixtes. 
 Au cours de ce travail, l’analyse cinétique de cultures en chémostat sur substrats 
mixtes (glucose + oléate, carnitine, succinate) a été réalisée et leurs modifications induites 
sur la bascule métabolique ont été quantifiées. Nous allons résumer ici les principaux 
résultats obtenus et répondre aux questions posées au début de cette étude.  
 Le résultat marquant de ce travail est l’effet positif démontré de l’oléate sur la bascule 
respiro-fermentaire. Dans les paragraphes qui suivent, nous allons répondre à la question 
suivante : quels sont les effets de l’oléate sur la bascule métabolique ?  
 
 Dans ce travail, à partir de l’analyse de la bibliographie, nous avions décidé de 
focaliser notre attention sur le rôle du transport du carbone issu de l’acétyl-coA du cytosol 
vers la mitochondrie dans l’effet Crabtree court-terme. 
Ainsi, dans un premier temps, nous avions décidé d’ajouter de l’acide oléique en 
chémostat glucose en régime oxydatif. Elgersma et al. (1995) ont en effet constaté qu’en 
culture sur oléate seul, l’activité spécifique de la carnitine acétyl transférase (une des 
enzymes impliquées dans le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie) était 
augmentée. Sur chémostat mixte glucose/oléate, nous avons confirmé cette augmentation 
de l’activité spécifique de la carnitine acétyl transférase.  
En présence d’acide oléique, suite à un ajout pulsé de glucose réalisé en régime 
permanent en chémostat oxydatif, on assiste à une production d’éthanol plus faible qu’en 
chémostat sur glucose seul. Sur glucose/oléate, on assiste également à une synthèse de 
biomasse alors qu’il n’y a aucune production de biomasse sur glucose seul. Le métabolisme 
est ainsi moins réductif lors d’un ajout d’oléate ; ceci est confirmé par une baisse du quotient 
respiratoire en présence d’acide oléique. Il apparaît donc que l’ajout d’oléate permet de 
rediriger le flux de glucose de la production d’éthanol vers la production de biomasse, c'est-
à-dire de la voie réductive vers la voie oxydative. L’ajout d’oléate permet donc bien de 
limiter l’effet Crabtree court-terme. D’autre part, il a été observé un délai de l’apparition de 
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la bascule métabolique suite à l’ajout du glucose sur chémostat glucose/oléate (10 minutes) 
par rapport au chémostat glucose seul.  
 
La limitation de la transition respiro-fermentaire par l’ajout d’acide oléique est un 
résultat très intéressant. Après la stimulation du gène HAP4 (Blom et al., 2000 ; van Maris et 
al., 2001), c’est à ce jour la seconde étude qui permette de réduire la transition respiro-
fermentaire. Il s’agit surtout de la seule expérience qui limite la bascule métabolique sans 
modifier génétiquement la levure. 
Mais le rôle de l’oléate n’est pas encore complètement établi. L’oléate peut avoir deux 
effets sur le métabolisme de la levure : un effet « substrat » et un effet « génétique ». L’effet 
« substrat » correspond à la dégradation de l’acide oléique en acétyl-coA et/ou succinate ; 
l’oléate a donc l’effet d’un flux supplémentaire de carbone au sein du métabolisme. L’effet 
« génétique » correspond à la stimulation de la transcription de certains gènes par l’oléate. 
En effet, le facteur de transcription Pip2p/Oaf1p est induit par l’oléate. L’interaction de ce 
facteur de transcription avec une séquence appelée ORE (Oleic Response Element) située 
sur le promoteur de certains gènes entraîne une transcription plus importante des gènes 
cibles. Les gènes possédant l’ORE codent principalement pour des protéines péroxisomales 
mais aussi pour des protéines mitochondriales qui sont en relation avec le métabolisme 
péroxisomal, en particulier des enzymes utilisant le succinate et l’acétyl-coA, produits issus 
de la β-oxydation de l’oléate. 
Après avoir constaté que l’acide oléique avait un effet positif sur la limitation de la 
transition respiro-fermentaire, il s’agit maintenant de répondre à la question : l’effet de 
l’oléate est-il majoritairement un effet substrat ou un effet sur les gènes ?  
 
 Pour savoir si l’acide oléique était dégradé ou simplement assimilé par la levure, 
nous avons construit 3 modèles métaboliques d’utilisation de l’oléate : 
9 Modèle 1 : l’oléate n’est pas dégradé mais entièrement assimilé par la levure 
et incorporé dans la biomasse. 
9 Modèle 2 : l’oléate est entièrement dégradé en acétyl-coA. 
9 Modèle 3 : l’oléate est entièrement dégradé en succinate. 
 Nous avons confronté ces modèles aux valeurs que nous obtenons en régime 
permanent sur chémostat sur glucose/oléate.  
 Les modèles 2 et 3 ne présentent pas d’aberration et donnent des résultats 
quasiment identiques. Ces résultats indiquent une consommation possible de l’oléate par la 
cellule.  
 Dans le modèle 1, Il apparaît que même lorsque l’alimentation en oléate est faible, 
l’oléate est en excès par rapport aux besoins anaboliques et doit donc être en partie 
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métabolisé. Lorsque Dol = 0,0041 h-1, 38 % de l’oléate consommé est dégradé en acétyl-
coA ; lorsque Dol = 0,0073 h-1, 84 % de l’oléate consommé est dégradé en acétyl-coA.  
 D’autre part, la mesure des métabolites intracellulaires a montré une accumulation 
plus importante de citrate et succinate. Cette observation est un argument supplémentaire 
qui conduit à l’hypothèse d’une dégradation de l’oléate.   
 Il apparaît donc que l’acide oléique n’est pas entièrement incorporé dans la 
biomasse. Cet acide gras peut être partiellement assimilé par la levure S. cerevisiae ou 
entièrement dégradé en acéyl-coA et/ou succinate. 
 En régime permanent, l’hypothèse d’une consommation de l’acide oléique est 
confortée par la légère baisse observée du quotient respiratoire lorsque l’apport d‘oléate 
devient relativement important (15% du carbone total consommé). En effet, une culture sur 
oléate seul se caractérise par un quotient respiratoire de 0,71, valeur pour une oxydation 
complète de l’oléate. 
 L’acide oléique aurait donc bien un effet substrat sur le métabolisme de la levure 
puisqu’il est effectivement consommé par la cellule. 
  
A partir des connaissances de la littérature sur le métabolisme de dégradation des 
acides gras, on constate que la β-oxydation des acides gras (et donc de l’oléate) chez la 
levure se fait exclusivement dans les péroxisomes. Le produit final de la β-oxydation est 
l’acétyl-coA péroxisomal. Pour quitter le péroxisome, le carbone peut suivre 2 voies 
parallèles : la conversion de l’acétyl-coA en acétyl-carnitine via la Carnitine Acétyl 
Transférase (Catp) ou l’incorporation dans le cycle du glyoxylate. Une fois qu’il a quitté le 
péroxisome, l’acétyl-coA cytosolique peut également être transporté vers la mitochondrie via 
l’isopropyl isopropylmalate synthase. 
 
Les activités spécifiques des enzymes impliquées dans le transport du carbone vers 
la mitochondrie ont été quantifiées lors des différentes cultures. Les enzymes Catp, Cit2p et 
Leu4/9p sont les 3 enzymes clés des 3 voies métaboliques parallèles qui permettent ce 
transport. Nous avons donc mesuré les activités spécifiques de ces enzymes lors du régime 
permanent en chémostat glucose oxydatif en absence et en présence d’acide oléique. On 
constate qu’en chémostat glucose/oléate, les activités enzymatiques spécifiques de ces 3 
enzymes sont plus importantes qu’en chémostat sur glucose seul. Ce résultat confirme celui 
obtenu par Elgersma et al. (1995) qui notent une activité spécifique plus importante de la 
Catp en présence d’oléate. L’effet génétique de l’oléate sur le transport du carbone vers la 
mitochondrie semble donc bien réel. Il apparaît que l’oléate stimule la transcription des 
gènes codant pour les enzymes impliquées dans ce transport, ce qui se traduit par des 
activités spécifiques plus importantes.   
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De plus, on constate que lorsque le taux d’alimentation en oléate est augmenté, les 
activités spécifiques des enzymes impliquées dans le transport du carbone vers la 
mitochondrie augmentent également. Pour Dol = 0,0041 h-1 (où l’oléate représente 3,0 % du 
carbone total consommé), l’activité spécifique des 3 enzymes est multipliée par un facteur 
1,2 par rapport à la culture réalisée sur glucose seul. Lorsque Dol = 0,0073 h-1 (où l’oléate 
représente 15 % du carbone total consommé), l’activité spécifique des 3 enzymes est 
multipliée par un facteur 3,4 par rapport à la culture réalisée sur glucose seul. A partir du 
choix du taux d’alimentation en oléate, il est donc possible de fixer la concentration intra-
cellulaire des enzymes Catp, Citp et Leu4/9p qui sont potentiellement impliquées dans le 
transport du carbone issu de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie. 
Néanmoins, conclure que ce transport est l’étape limitante dans la transition respiro-
fermentaire est prématuré car d’autres voies métaboliques sont certainement stimulées par 
l’oléate et sont peut-être elles aussi impliquées dans la régulation de l’effet Crabtree court-
terme. 
 
Pour convertir l’acétyl-coA en acétyl-carnitine, la Catp utilise la L,carnitine. D’après 
Van Roermund et al., 1999, la levure S. cerevisiae est incapable de synthétiser la L,carnitine. 
Dans le milieu d’alimentation que nous utilisons, nous n’ajoutons pas de L,carnitine ; le 
système Carnitine Acétyl Transférase ne serait donc pas actif dans nos conditions de travail. 
Ainsi, pour sortir du péroxisome, le carbone serait obligé de passer par le cycle du glyoxylate 
et converti en succinate qui pourrait sortir du péroxisome. Il apparaît donc que, dans nos 
conditions de culture, le produit final de la dégradation de l’acide oléique par la levure S. 
cerevisiae serait le succinate. 
 
Ainsi, pour dissocier l’effet substrat et l’effet génétique de l’oléate, nous avons réalisé 
un chémostat en co-substrat glucose/succinate. En ajoutant du succinate, nous avons 
essayé de reconstituer l’effet substrat de l’oléate. En effet, le succinate n’a pas d’effet 
génétique connu à ce jour. Si l’acide oléique a un simple effet substrat, les comportements 
de la levure en chémostat glucose/oléate et en chémostat glucose/succinate devraient être 
identiques. Ce n’est pas le cas puisque lors de l’ajout de succinate en chémostat glucose 
oxydatif, la répartition du glucose apporté lors du pulse est la même que celle observée dans 
le cas d’un chémostat sur glucose seul. On peut donc conclure que l’effet substrat de 
l’oléate, même s’il est caractérisé par une consommation effective d’oléate, n’est pas l’effet 
prépondérant dans la limitation de la transition respiro-fermentaire par l’acide oléique chez S. 
cerevisiae. 
Donc, dans le cas où l’effet majeur de l’oléate est d’ordre génétique, il nous reste à 
identifier les cibles de cette stimulation. 
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 Dans le but d’évaluer l’éventuel contrôle de la transition respiro-fermentaire par le 
transport du carbone vers la mitochondrie, un mutant surexprimant le gène CIT2 a été 
construit. Le gène CIT2, possédant l’ORE, code pour la citrate synthase 2 (Cit2p), une des 
enzymes impliquées dans le transport du carbone vers la mitochondrie. En effet, en 
présence d’oléate, l’activité spécifique de Citp augmente et on constate une limitation de 
l’effet Crabtree court-terme. Dans ce cas, il s’agit de stimuler spécifiquement une enzyme.  
Pour le mutant cit2+, la sur-expression du gène CIT2 se traduit par une activité 
spécifique supérieure de l’enzyme Citp ; on note 36 % d’augmentation par rapport à la 
souche sauvage.  
Mais cette activité spécifique supérieure est sans effet sur la transition respiro-
fermentaire chez S. cerevisiae. En effet, en chémostat glucose oxydatif, suite à un ajout 
pulsé de glucose en régime permanent, les comportements de la souche sauvage et du 
mutant cit2+ sont identiques en terme de répartition du carbone ajouté. Ainsi, une sur-
expression spécifique du gène CIT2 ne permet pas de limiter l’effet Crabtree court-terme. 
 
Il reste donc deux possibilités : soit Citp n’est pas du tout impliquée dans l’effet 
Crabtree court-terme, soit Citp fait partie d’un groupe d’enzymes qui, si elles sont stimulées 
en même temps, permettent de limiter la transition respiro-fermentaire.  
 
 Nous allons à présent aborder le cas particulier de la Carnitine Acétyl Transférase 
(Catp). La question est : la Carnitine Acétyl Transférase est-elle active chez S. 
cerevisiae ? 
 
La Carnitine Acétyl Transférase (Catp) est présentée dans la littérature comme la 
principale enzyme impliquée dans le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la 
mitochondrie. L’acétyl-coA ne peut pas traverser la membrane mitochondriale librement. 
Pour lui permettre de traverser, la Catp greffe la L,carnitine sur un groupe acétyl-coA pour 
former l’acétyl-carnitine. Ce composé traverse la membrane mitochondriale grâce à un 
transporteur spécifique. L’acétyl-carnitine est alors séparée en acétyl-coA et L,carnitine, 
toujours par la Catp. Pour que cette navette fonctionne correctement, la présence de 
L,carnitine est indispensable. La levure S. cerevisiae est incapable de synthétiser la 
L,carnitine (Van Roermund et al., 1999) et le milieu de culture utilisé ne contient pas de 
L,carnitine (tout comme la majorité des milieux synthétiques utilisés dans la littérature) ; 
l’enzyme Catp serait donc inactive dans nos conditions de travail.  
L’oléate provoque une stimulation de la transcription des gènes codant pour la Catp 
et donc une activité spécifique plus importante de la Catp. Par contre, l’oléate n’a aucun effet 
sur l’activité in-vivo de la Catp ; sans son substrat préférentiel, la L,carnitine, la Catp reste 
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inactive. Si on suit ce raisonnement, le système Carnitine Acétyl Transférase, bien qu’activé 
par la présence d’oléate, ne participerait pas à la limitation de la transition oxydo-réductive 
car il ne serait pas fonctionnel. 
La limitation de l’effet Crabtree court-terme par l’acide oléique ne serait donc pas due 
à la stimulation de la Carnitine Acétyl Transférase. 
 
Pour élucider un peu plus le rôle du système Carnitine Acétyl Transférase (Catp), 
nous avons ajouté en chémostat glucose oxydatif de la L,carnitine. Dans ces conditions, il 
apparaît que la L,carnitine soit effectivement assimilée par la levure S. cerevisiae. Cette 
assimilation de la L,carnitine se caractérise par le fait que l’on ne retrouve pas la L,carnitine 
ajoutée dans le surnageant du réacteur lorsque le régime permanent est atteint. Ainsi, en 
chémostat glucose/carnitine, du fait de la présence de L,carnitine à l’intérieur de la cellule, 
Catp serait active. Néanmoins, la réponse quantifiée suite à un ajout pulsé de glucose en 
chémostat glucose et glucose/carnitine est identique. 
 
 Ensuite, nous avons stimulé la Carnitine Acétyl Transférase en ajoutant 
simultanément de l’oléate et de la L,carnitine en chémostat glucose oxydatif. Dans ce type 
de culture, la Catp est activée par son substrat, la L,carnitine et son activité spécifique est 
augmentée par la présence de l’oléate. Lors d’un ajout conjoint d’acide oléique et de 
L,carnitine, la réduction de la bascule métabolique est identique à celle observée lors de 
l’ajout de l’oléate seul. Cela signifie donc l’activation de Catp ne permet pas de limitation 
supplémentaire de la transition respiro-fermentaire par rapport à l’ajout d’oléate. Il apparaît 
donc que, quelles que soient les conditions de culture (présence ou absence d’oléate), l’ajout 
de L,carnitine est sans effet sur l’effet Crabtree court-terme.  
On peut donc conclure que la Carnitine Acétyl transférase n’est pas impliquée dans le 
contrôle de l’effet Crabtree court-terme chez S. cerevisiae.  
   
La L,carnitine ne peut pas être synthétisée par la levure elle-même (Van Roermund 
et al., 1999). La L,carnitine est le substrat nécessaire au fonctionnement de la Carnitine 
Acétyl Transférase. Nous avons essayé de détecter la présence de L,carnitine au cours des 
différents chémostats sur glucose seul, glucose/oléate, glucose/succinate par dosage 
enzymatique sans succès. Ceci tend à confirmer l’observation de Van Roermund et al., 
(1999).  Des études approfondies sur cette enzyme seraient nécessaires pour vérifier  la 
stricte spécificité de l’enzyme pour la L,carnitine. En effet il n’est pas à exclure qu’une autre 
molécule synthétisable par la cellule puisse remplacer la L,carnitine pour le transport de 
l’acétyl-coA. En l’état actuel des connaissances, la carnitine acétyl transférase ne serait donc 
pas une enzyme indispensable au métabolisme de S. cerevisiae. Cette observation est en 
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contradiction avec les descriptions métaboliques que nous trouvons couramment dans la 
littérature qui considèrent que le transport de l’acétyl-coA du cytosol vers la mitochondrie 
s’effectue essentiellement via la Catp. 
 
 Maintenant, nous allons nous demander ce qu’apporte notre étude sur la 
connaissance de la capacité respiratoire ? Dans cette partie, nous insisterons plus 
particulièrement sur la différence qui existe entre « chaîne respiratoire » et « capacité 
respiratoire ». Nous tenterons de répondre à la question : quel est le rôle de la chaîne 
respiratoire dans la bascule métabolique ?   
 
L’hypothèse la plus communément admise pour expliquer l’effet Crabtree est 
l’existence d’une capacité respiratoire limite. Ce modèle traduit le fait que lorsque l’apport de 
glucose (et donc de pyruvate) dépasse un certain seuil, la capacité respiratoire est saturée et 
ne peut entièrement oxyder tout le substrat consommé, l’excédent est alors pris en charge 
par la voie réductive et convertit en éthanol. La capacité respiratoire est un modèle purement 
descriptif et ne permet pas de déterminer l’étape limitante dans la transition respiro-
fermentaire.  
Ce concept de capacité respiratoire limite inclue toutes les voies métaboliques 
responsables de la dégradation oxydative du pyruvate : les transports du carbone à travers 
la membrane mitochondriale, la pyruvate déshydrogénase, le by-pass de la pyruvate 
déshydrogénase, les voies anaplérotiques, le cycle de Krebs et la chaîne respiratoire.  
 
L’amalgame est souvent fait entre capacité respiratoire et chaîne respiratoire ; la 
chaîne respiratoire n’est pourtant qu’un composant d’un modèle plus global : la capacité 
respiratoire. Ainsi, l’existence d’une capacité respiratoire limite ne traduit pas forcément un 
rôle limitant de la chaîne respiratoire, la limitation peut venir d’une des autres voies 
métaboliques qui compose la capacité respiratoire. 
 
 Au cours de cette étude, des mesures de vitesses spécifiques de consommation 
d’oxygène ont été effectuées au cours des différents chémostats. Les vitesses spécifiques 
de consommation d’oxygène mesurées par respirométrie sont toujours supérieures à celles 
observées dans le réacteur ; cette vitesse spécifique de consommation d’oxygène peut 
généralement  être considérée comme étant la vitesse maximale pouvant être atteinte par le 
micro-organisme dans les conditions données. 
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Dans le tableau 33, on peut remarquer que la vitesse spécifique maximale de 
consommation d’oxygène augmente en présence de L,carnitine, en présence de succinate et 
lors de la sur-expression du gène CIT2. L’augmentation du qO2 max mesurée en chémostat 
glucose/oléate et glucose/oléate/carnitine n’est statistiquement pas significative 




qO2 max            
(mmol-1.h-1.gMS-1)
glucose seul 8,75 ± 1,33
glucose/oléate,        
Dol = 0,0041 h-1
11,41 ± 3,68
glucose/oléate,        
Dol = 0,0073 h-1
9,04 ± 2,32
glucose/carnitine 13,26 ± 0,68
glucose/oléate/carnitine, 
Dol = 0,0041 h-1
9,04 ± 2,82
glucose/oléate/carnitine, 
Dol = 0,0073 h-1
13,44 ± 3,84
glucose/succinate 13,14 ± 0,99
mutant Cit2+ 13,59 ± 0,44
 
Tableau 33 : Vitesse spécifiques spécifique maximale de consommation d’oxygène mesurées en 
respirométrie et en régime permanent pour les différents chémostats. Les écart-types sont calculés à 
partir de 5 échantillons indépendants. 
 
 
 Dans tous les chémostats réalisés au cours de ce travail, en régime permanent et 
suite à l’ajout pulsé de glucose, la vitesse spécifique de consommation d’oxygène mesurée 
dans le réacteur est toujours largement inférieure à celle mesurée en respirométrie. Cette 
observation indique que même lorsque la levure passe en métabolisme respiro-fermentaire, 
la vitesse spécifique maximale de consommation d’oxygène de la levure n’est jamais 
atteinte. La chaîne respiratoire n’est donc pas l’étape limitante dans l’effet Crabtree court-
terme, ceci confirme les résultats de van Urk et al. (1989), Postma et al. (1989) et Verduyn et 
al. (1992).  
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 D’autre part, en présence de L,carnitine, succinate ou lors de la sur-expression du 
gène CIT2, la vitesse maximale de respiration a pu être augmentée sans que cela n’entraîne 
de réduction de la bascule respiro-fermentaire. Ces observations confirment là encore 
l‘hypothèse selon laquelle la chaîne respiratoire n’exerce pas de contrôle sur l’effet Crabtree 
court-terme. 
 
 Au cours de ces travaux, nous avons développé une approche originale pour étudier 
la transition respiro-fermentaire. La stratégie co-substrat peut-elle être une aide à la 
compréhension de la transition respiro-fermentaire ? 
 
A ce jour, la majorité des études réalisées sur la transition respiro-fermentaire est 
basée sur des études de génie génétique. Des mutants de délétion ou de surexpression ont 
été construits et ensuite testés en chémostat sous limitation glucose en mode oxydatif. Si la 
mutation entraîne une modification de la réponse métabolique à l’ajout de glucose, cela 
signifie que l’enzyme codée par le gène muté joue un rôle dans la transition respiro-
fermentaire. 
A ce jour, le seul succès de cette méthodologie a été la réalisation d’un mutant de 
surexpression du gène HAP4 (Blom et al., 2000 ; van Maris et al., 2001). Ce gène code pour 
un facteur transcriptionnel qui active la transcription de nombreux gènes impliqués dans la 
respiration. Le mutant hap4+ a un métabolisme moins réductif que la souche sauvage ; la 
protéine Hap4p est donc impliquée dans la régulation de la transition oxydo-réductive.  
 
Notre choix d’étudier la transition respiro-fermentaire en réalisant des chémostats en 
co-substrat est en rupture avec les stratégies habituelles ; il est donc tout à fait inédit. 
La culture en co-substrat ne permet pas d’étudier une enzyme de manière aussi 
spécifique que lors d’une étude de génie génétique. Ajouter un co-substrat agit 
généralement sur un groupe d’enzymes plutôt que sur une enzyme seule. Cependant, 
l’emploi de certains co-substrats peut amener une stimulation spécifique. Par exemple, lors 
de l’ajout de L,carnitine, étant donné que la L,carnitine est le substrat exclusif de la Carnitine 
Acétyl Transférase, il semble bien que seule la Carnitine Acétyl Transférase soit activée. 
 
 La seule étude basée sur la biologie moléculaire qui ait permis de limiter la transition 
respiro-fermentaire correspond à la surexpression d’un facteur transcriptionnel global Hap4p. 
La surexpression de Hap4p entraîne la stimulation transcriptionnelle de nombreuses 
enzymes et permet la limitation de la bascule métabolique. Il semble donc que l’effet 
Crabtree ne soit pas limité par une enzyme unique mais plutôt par un groupe d’enzymes. 
Ainsi, utiliser un co-substrat qui va stimuler plusieurs enzymes en même temps apparaît 
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donc comme un bon moyen d’étudier la transition oxydo-réductive. L’exemple de l’oléate est 
à cet égard tout à fait intéressant car ajouter de l’oléate permet, via l’ORE, d’entraîner la 
stimulation transcriptionnelle de nombreuses enzymes.  
 
Par rapport à la stratégie génétique, l’utilisation d’un co-substrat présente surtout 
l’avantage de ne pas toucher au patrimoine génétique de la souche. 
De plus, l’utilisation d’un co-substrat est réversible alors que dans le cas de 
l’utilisation d’un mutant, les caractéristiques acquises sont irréversibles. Si on reprend le cas 
de l’acide oléique qui stimule la transcription de nombreux gènes, cette induction génétique 
n’est active qu’en présence d’oléate. On peut donc penser que lorsque la souche est placée 
dans un milieu ne contenant pas d’acide oléique, elle va retrouver son phénotype initial 
après un certain temps lié au temps de réponse des processus impliqués. 
 
Dans le cas d’une levure utilisée en vinification, brasserie ou panification, on peut 
imaginer que lors de la phase de production du levain, la souche sauvage pourrait être 
cultivée sur glucose/oléate pour éviter l’apparition de l’effet Crabtree, avoir un métabolisme 
plus respiratoire et ainsi maximiser le rendement en biomasse. Ensuite, lors de son 
utilisation en vinification, la souche sauvage se retrouverait dans un milieu sans acide 
oléique et retrouverait donc tout son potentiel fermentaire.  
Dans le cas de l’utilisation d’un mutant permettant une limitation de la transition 
oxydo-réductive (par exemple, le mutant hap4+), le métabolisme est toujours plus 
respiratoire que celui de la souche sauvage et ce quelles que soient les conditions de 
culture. Les potentialités fermentaires du mutant risquent donc d’être insuffisantes pour une 
utilisation en fermentation éthanolique. 
 
D’un point de vue de la réglementation : les OGM ne sont pas autorisés dans 
l’industrie alimentaire. Donc, les souches obtenues suite à des travaux de génie génétique, 
aussi performantes soient-elles, sont inutilisables en industrie. Au contraire, la stratégie co-
substrat pourrait être directement applicable en industrie car elle ne modifie pas le 
patrimoine génétique de la souche mais uniquement son milieu de culture. 
 
Il apparaît donc que le travail en co-substrat est une méthodologie intéressante pour 
étudier la transition respiro-fermentaire. Il est complémentaire avec la stratégie basée sur le 
génie génétique. En effet, les cibles identifiées grâce à la stratégie co-substrat peuvent être 
ensuite étudiées plus spécifiquement par une approche bio-moléculaire.   
 




Au cours de ce travail, nous avons constaté que l’ajout d’oléate en chémostat glucose 
oxydatif permettait de limiter l’effet Crabtree court-terme. L’oléate a deux effets sur la cellule : 
un effet « substrat » et un effet sur la transcription de certains gènes.  
 
Le second effet apparaît comme étant l’effet prépondérant et se caractérise en 
particulier par une augmentation des activités spécifiques des enzymes impliquées dans le 
transport du carbone vers la mitochondrie. Ces activités enzymatiques sont les seules que 
nous avons mesurées mais il y a certainement d’autres enzymes qui sont stimulées par 
l’oIéate, en particulier celles dont le gène contient l’ORE. Il semble donc intéressant de 
réaliser des études de puces à ADN pour comparer les profils transcriptomiques en 
chémostat sur glucose seul et sur glucose/oléate. Il sera ainsi possible de savoir quels sont 
les gènes sur-exprimés ou réprimés en présence d’oléate.  
Une fois ces études de puces à ADN réalisées, des mutants de sur-expression 
pourront être construits pour les gènes dont la stimulation transcriptionnelle apparaît la plus 
significative. Il sera alors temps d’étudier si ces enzymes jouent un rôle dans la limitation de 
la transition respiro-fermentaire. La réalisation de puces à protéines est également 
envisageable. 
 
La surexpression du gène HAP4 est la seule autre expérience qui ait permis de 
limiter l’effet Crabtree. Le gène HAP4 code pour un facteur transcriptionnel majeur donc sa 
surexpression entraîne la surexpression de nombreux autres gènes. Il serait ainsi très 
intéressant de croiser les données transcriptomiques obtenues lors de la surexpression du 
gène HAP4 et lors d’un chémostat glucose/oléate. Les gènes surexprimés dans les 2 
conditions sont vraisemblablement fortement impliqués dans la limitation de la transition 
oxydo-réductive.  
 
La présence de l’oléate conduit au recrutement des protéines Pip2p et Oaf1p qui 
forment un facteur transcriptionnel dimérique dont la fixation sur l’ORE va activer la 
transcription des gènes. Ainsi, il serait intéressant de construire un mutant surexprimant les 
gènes PIP2 et OAF1 pour savoir si l’effet de ce mutant en chémostat glucose sur la transition 
respiro-fermentaire est identique à l’effet observé sur la souche sauvage en chémostat 
glucose/oléate. 
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Dans cette étude, nous avons utilisé des modèles métaboliques pour calculer la 
répartition des flux du métabolisme central en présence d’oléate. Mais cette modélisation n’a 
pas permis d’identifier clairement la voie de dégradation de l’acide oléique dans notre 
système d’étude. Cette issue sera prochainement investiguée par des études de marquage 
isotopique en chémostat glucose/oléate et sur système batch tréhalose. Nous pourrons ainsi 
connaître le véritable devenir métabolique de l’oléate et identifier la répartition des flux 
métaboliques en présence d’acide oléique.  
Dans ces deux stratégies (criblage de mutants et analyse isotopique), un système 
miniaturisé d’analyse à haut débit de l’effet Crabtree serait fortement apprécié. Nous avons 
démontré que ce type de système était tout à fait envisageable à partir de culture batch sur 
tréhalose (Mouret et al., 2006 ; cf Annexe 1). L’outil est donc déjà disponible au laboratoire. 
 
Au cours de ce travail, nous avons constaté que l’ajout d’acide oléique permet de 
limiter l’effet Crabtree court-terme. Il serait maintenant intéressant de savoir si l’oléate 
permet également de limiter l’effet Crabtree long-terme. Pour savoir si c’est le cas, il faudra 
déterminer le taux de dilution critique en chémostat sur glucose seul et en chémostat sur 
glucose/oléate.  
La production industrielle de levure se fait en mode semi-continu (fed-batch) oxydatif. 
Le fed-batch est contrôlé de manière à maintenir la levure constamment en limitation de 
glucose pour éviter l’apparition de l’effet Crabtree et donc la synthèse d’éthanol. Il serait 
donc intéressant de réaliser des cultures fed-batch sur glucose seul et sur glucose/oléate, de 
faire subir à ces fed-batch des accidents (par exemple une accumulation de glucose) et 
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Kinetic analysis of a trehalase-overexpressing strain
grown on trehalose: a new tool for respiro-fermentative
transition studies in Saccharomyces cerevisiae
J.R. Mouret, J.N. Jacobsen and S.E. Guillouet
Biotechnology and Bioprocess Laboratory, UMR CNRS 5504 INRA 792, Institut National des Sciences Applique´es, Toulouse Cedex, France
Introduction
The yeast Saccharomyces cerevisiae has the particular abil-
ity to switch from a pure oxidative metabolism to a resp-
iro-fermentative metabolism under aerobic conditions
depending on the mode of glucose feeding. This meta-
bolic transition from pure oxidation to oxido-reduction
has been called the Crabtree effect (Crabtree 1929; De
Deken 1966; Fiechter et al. 1981; Van Dijken and
Scheffers 1986). In industries such as baker’s yeast and
heterologous protein production, where by-products for-
mation has to be avoided and the biomass yield is max-
imized, the control of the Crabtree effect is of great
interest.
Commonly, studying the respiro-fermentative transition
in S. cerevisiae requires the establishment of oxidative
growth in yeast, usually carried out in glucose-limited
chemostats. The short-term Crabtree effect can then be
studied by glucose pulse experiments (Flikweert et al.
1999; Van Maris et al. 2001). However, implementing
steady-state glucose-limited chemostats in lab-bench
bioreactors may be too time-consuming for high-through-
put mutant analyses and too expensive for isotopic
labelling experiments because of the amount of labelled
molecule needed to reach isotopic steady states. A solu-
tion would be to develop mini- or micro-bioreactors (e.g.
Kostov et al. 2000; Lamping et al. 2003; Zanzotto et al.
2004). However, running these micro-reactors under con-
tinuous mode remains challenging and still needs costly
investment. Therefore, developing a much simpler and
cheaper system would be very useful for the scientific
community. Another solution would be to grow the yeast
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Aims: The aim was to demonstrate the use of a trehalase-overexpressing Sac-
charomyces cerevisiae strain grown on trehalose as a valuable tool in the studies
of respiro-fermentative transition at a reduced scale.
Methods and Results: A trehalase-overexpressing strain was cultivated in syn-
thetic medium on trehalose under aerobic conditions. This strain grew at a
maximum specific growth rate of 0Æ16 h)1 and showed a pure oxidative meta-
bolism. Glucose pulse experiments were carried out in this system in order to
quantify the short-term Crabtree effect. These data were then compared with
glucose pulse experiments carried out in the conventional way with the wild-
type strain in glucose-limited chemostats. Glucose-pulse experiments in aerobic
batch cultures grown on trehalose led to a metabolic respiro-fermentative
transition similar to the one observed in glucose-limited chemostats.
Conclusions: This cultivation system allowed us to quantitatively mimic at the
flask scale the Crabtree effect observed in conventional chemostat studies.
Significance and Impact of the Study: This study is of primary interest in S. ce-
revisiae studies in which: (i) the implementation of oxidative growth is
required (as with studies of the Crabtree effect and heterologous protein pro-
duction); (ii) small-scale culture systems are required (e.g. high-throughput
mutant screening and isotopic labelling experiments).
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on different sugars other than glucose: (i) a substrate that
would be more slowly assimilated making it possible to
achieve a specific growth rate below the critical value
(then an oxidative metabolism in batch culture); and (ii) a
substrate whose consumption kinetics may be controlled
externally.
Growing S. cerevisiae in batch culture under pure oxi-
dative metabolism was reported possible on trehalose
(Jules et al. 2004) as its specific growth rate (l ¼
0Æ07 h)1) remained below the critical specific growth rate.
Overexpression of an acid trehalase encoded by ATH1
gene led to a doubling of the specific growth rate
(0Æ16 h)1) in aerobic batch cultures on trehalose (Jules
et al. 2004). The aim of this paper was to demonstrate
whether the use of such a strain would be valuable for
studying the Crabtree effect when high-throughput analy-
sis and/or isotopic labelling experiments had to be carried
out. Therefore, short-term Crabtree effect was quantified
following glucose pulses in aerobic batch cultures with a
trehalase-overexpressing strain grown on trehalose in
shake flasks and compared with Crabtree effect obtained
by the conventional method (glucose pulse in glucose-
limited chemostat cultures).
Materials and methods
Micro-organism, media and growth conditions
The strains used in this work were S. cerevisiae CEN.PK
113-7D and its ATH1-overexpressing derivatives. The
ATH1 open reading frame was amplified from CEN.PK
113-7D genomic DNA as described by Jules et al. (2004).
The PCR product was cut with BamHI and cloned into the
BamHI site of pGRSd (immediately downstream of the
GPD promoter, promoter of the TDH3 gene encoding
glyceraldehyde-3-phosphate dehydrogenase) to yield
pGRSd-ATH1. The strains were maintained on yeast–
extract–peptone–dextrose (YPD) [yeast extract 1% (w/v),
bactopeptone 2% (w/v) and glucose 2% (w/v)] agar med-
ium at 4C. Preculture of yeast cells was carried out in a
5-ml tube of YPD-rich medium at 30C for 16 h on a
rotary shaker (100 rev min)1) containing 0Æ9% NaCl (w/
v). The culture was transferred to a 1-l Erlenmeyer flask
containing 150 ml of yeast nitrogen base (YNB without
amino acids and ammonium at 1Æ7 g l)1, supplemented
with ammonium sulfate at 5 g l)1, pH 5).
For trehalose cultures, trehalose was added to the YNB
medium to a final concentration of 20 g l)1. For glucose
cultures, glucose was added to the cell factory medium
(CFM; Verduyn et al. 1992) to a final concentration of
40 g l)1. After 16 h of growth at 30C, the culture was
transferred to a 3-l bioreactor containing 1Æ35 l of the
same mineral medium.
Fermentations
Cultures on trehalose were performed in triplicate at
30C into a 1-l baffled Erlenmeyer flask containing
200 ml of YNB medium with 20 g l)1 trehalose and buf-
fered at a pH of 5.
Chemostat cultures
Chemostats were performed in triplicate in a 3-l fermentor
B-Braun Biostat B (Melsungen, Germany). The tempera-
ture was regulated at 30C, and the pH at 5 by the addition
of 1 mol l)1 of NaOH solution. The fermentor was flushed
continuously with air. The stirring rate and air flow rates
were adjusted to avoid any oxygen limitation. Fermenta-
tion was started in batch mode. One day after the inocula-
tion, when the ethanol produced during the growth on
glucose was consumed, the continuous cultivation was ini-
tiated by feeding with sterile medium containing 40 g l)1
of glucose using a peristaltic pump (Masterflex, Beligneux,
France). The broth volume was kept constant at 1Æ5 l by
continuous pumping out (Masterflex) using a homemade
level probe. The dilution rate was fixed at 0Æ16 h)1.
Glucose pulse experiments in trehalose batch cultures
Once the biomass concentration reached 1 g dry cell
weight (DCW) per litre, a glucose pulse was carried out
by injecting a 700 g l)1 of glucose solution with a syringe
such that the glucose concentration in the Erlenmeyer
flask quickly reached 10 g l)1.
Glucose pulse experiments in chemostats
Once the steady state was reached (after at least five resi-
dence times), based on the measurement of biomass and
by-products, glucose pulses were performed by injecting a
700 g l)1 glucose solution with a syringe so that the glu-
cose concentration in the reactor quickly reached
10 g l)1. The inlet and outlet flow rates were kept identi-
cal and constant throughout the experiment.
Chemicals
Chemical products (glucose, trehalose, salts, oligo-elements
and NaOH) were obtained from VWR (Fontenay-sous-Bois,
France), the vitamins from Sigma (St Louis, MO, USA). All
products were of the highest analytical grade available.
Determination of biomass and external metabolites
Yeast growth was evaluated by spectrophotometric meas-
urements at 620 nm using a spectrophotometer (Hitachi
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U-1100; Hitachi, Mannheim, Germany) and calibrated
against dry cell weight measurements. Cells were harvested
by filtration through 0Æ45-lm-pore-size polyamide mem-
branes and dried to a constant weight at 60C under a par-
tial vacuum [200 mmHg (c. 26Æ7 kPa)]. The results of dry
cell weight measurements were reproducible within 5%.
To avoid any evolution of the metabolite concentration
during the sampling and supernatant preparation steps,
sampling was directly performed by collecting the super-
natant through a syringe equipped with a 0Æ45-lm-pore-
diameter polyamide sterile membrane (Sartorius AG,
Go¨ttingen, Germany).
Determination of glucose, trehalose and by-products
from fermentation supernatants was performed by HPLC
using an Aminex HPX-87H+ column (300 · 7Æ8 mm;
Bio-Rad, Marnes-La-Coquette, France) and the following
conditions: a temperature of 50C, with 5 mmol l)1
H2SO4 as eluant (flow rate of 0Æ5 ml min
)1) and a dual
detection (refractometer and UV at 210 nm). Reproduci-
bility was typically ±5% for the sugars and 10% for eth-
anol, glycerol and acetate.
Results
Growth of S. cerevisiae in trehalose batch cultures
Batch aerobic cultures were carried out with S. cerevisiae
CEN.PK 113-7D in synthetic medium containing treha-
lose as the sole carbon source. This strain grew slowly on
trehalose with a maximum specific growth rate (lmax) of
0Æ07 ± 0Æ01 h)1. Overexpressing the ATH1 gene encoding
the yeast acid trehalase led an increase in the lmax to
0Æ16 ± 0Æ01 h)1 on trehalose. In both strains, the growth
was purely oxidative as neither ethanol nor acetate were
produced, as shown in Fig. 1A. No glucose was detected
in the medium. The growth yield on trehalose was
0Æ57 ± 0Æ07 Cmol Cmol)1.
Glucose pulse experiment in trehalose batch cultures
In order to assess the occurrence of the short-term Crabtree
effect in yeast grown on trehalose, glucose-pulse experi-
ments were carried out during trehalose batch cultures of
the ATH1 overexpressing strain when the cells were in the
exponential growth phase (Fig. 1B). A concomitant con-
sumption of trehalose and glucose was observed without
any change in the dynamics of trehalose consumption. The
growth was not affected as the specific growth rate was
maintained at 0Æ16 h)1. The addition of 10 g l)1 glucose
led to ethanol, acetate and glycerol production in the med-
ium as is usually observed during the oxido-reductive
transition (Flikweert et al. 1999). The glucose was com-
pletely consumed in 6 h leading to final concentrations of
2Æ9 ± 0Æ3 g l)1 of ethanol, 0Æ9 ± 0Æ1 g l)1 of acetic acid and
0Æ45 ± 0Æ05 g l)1 of glycerol.
These corresponded to production yields on added glu-
cose (expressed in C-mole of by-product per C-mole of
glucose) of 0Æ24 ± 0Æ03, 0Æ08 ± 0Æ01 and 0Æ04 ± 0Æ005 for
ethanol, acetic acid and glycerol respectively.
Glucose pulse experiment during glucose-limited
chemostat cultures
The wild-type strain was cultivated in glucose-limited
chemostat at a dilution rate of 0Æ16 h)1, equal to the lmax
of the ATH1-overexpressing strain grown on trehalose. At
this dilution rate, the metabolism was purely oxidative
and the growth yield on glucose was 0Æ57 ± 0Æ06 Cmol
Cmol)1. Once the steady state was reached, 10 g l)1 glu-
cose was added to the medium in order to induce the
respiro-fermentative transition. Glucose was completely
depleted within an hour and it resulted in the production
of 2Æ9 ± 0Æ1, 0Æ56 ± 0Æ03 and 0Æ37 ± 0Æ02 g l)1 of ethanol,
acetic acid and glycerol respectively. For comparison with


























































Figure 1 Evolution of the trehalose (h), glucose (d), biomass ( ), eth-
anol (s), acetic acid (n) and glycerol ( ) concentrations in trehalose
batch culture (pH ¼ 5, temperature 30C) with the ATH1-overexpress-
ing strain. The arrow represents the addition of glucose corresponding
to a final concentration of 10 g l)1 in the Erlenmeyer flask.
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glucose were expressed in C-mole of by-product per
C-mole of added glucose and were equal to 0Æ23 ± 0Æ02,
0Æ07 ± 0Æ01 and 0Æ04 ± 0Æ005 for ethanol, acetic acid and
glycerol respectively (Fig. 2).
Discussion
The aim of this paper was to demonstrate the utility of a
trehalase-overexpressing S. cerevisiae strain grown on tre-
halose in the studies of the respiro-fermentative transition
in yeast.
It is known that trehalose, [a-d-glucopyranosyl-(1-1)-
a-d-glucopyranoside], a nonreducing disaccharide of glu-
cose, can be degraded into glucose by at least two
enzymes, a neutral or cytosolic trehalase encoded by the
gene NTH1 (Kopp et al. 1993) and an acid trehalase from
yeast encoded by the gene ATH1 (Londesborough and
Varimo 1984; Destruelle et al. 1995; Jules et al. 2004).
Recently, Jules et al. (2004) showed that more than 90%
of the acid trehalase activity was extracellular and cleaved
the disaccharide into glucose in the periplasmic space.
Saccharomyces cerevisiae grew aerobically very slowly on
trehalose. The lmax of the wild-type strain CEN.PK 113-
7D was 0Æ07 h)1 on synthetic medium at pH 5. In this
paper, an ATH1-overexpressing S. cerevisiae strain was cul-
tivated in synthetic medium on trehalose under aerobic
conditions both in flasks and bioreactors. This strain grew
at a higher lmax of 0Æ16 h
)1 and showed a pure oxidative
metabolism as no ethanol or acetate were produced. No
glucose was measured in the growth medium, meaning
that the glucose was consumed as soon as it was released
by the trehalase. The fact that the overexpression of the
trehalase led to an increase in the specific growth rate
implied that, when trehalose is the sole carbon source in
the medium, growth was controlled by the kinetics of the
trehalase. Such a system, where glucose feeding is con-
trolled by an enzyme activity, may mimic fermentation
modes where glucose feeding is monitored by an inlet
pump, as with continuous cultures and fed-batch cultures.
However this relationship had never been demonstrated.
Commonly, studying the respiro-fermentative trans-
ition in S. cerevisiae requires the establishment of yeast
oxidative growth, usually in glucose-limited chemostats,
with subsequent introduction of glucose pulses to quan-
tify the amplitude of this metabolic shift (Flikweert et al.
1999). In this study, the trehalase-overexpressing strain
was cultivated on trehalose in order to establish a pure
oxidative growth condition, and then glucose pulses were
introduced to quantify the short-term Crabtree effect.
These data were then compared with glucose pulse
experiments carried out via the conventional method,
with the wild-type strain grown in glucose-limited che-
mostats at a dilution rate of 0Æ16 h)1 (identical to the
lmax of the mutant strain grown on trehalose).
First, at identical specific growth rates, the mutant strain
grown on trehalose had the same biomass yield
(0Æ57 Cmol Cmol)1) as did the wild-type strain grown in
the glucose-limited chemostat suggesting that anabolic
requirements were identical for growth on both substrates.
This enabled direct comparison of the two systems.
When a glucose pulse was introduced during the treha-
lose batch culture with the trehalase-overexpressing strain,
the respiro-fermentative transition occurred in a manner
similar to that measured upon introducing a glucose
pulse in the glucose-limited chemostat culture of the
wild-type strain. In the trehalose cultures, the specific
growth rate remained unchanged (0Æ16 h)1) following the
glucose pulse whereas ethanol, acetic acid and glycerol
production occurred. Similarly in glucose-limited chemo-
stats, the addition of glucose also led to the production
of ethanol, acetic acid and glycerol with no concomitant





































Figure 2 Evolution of the glucose (d), biomass ( ), ethanol (s),
acetic acid (n) and glycerol ( ) concentrations in glucose-limited
chemostat at D ¼ 0Æ16 h)1 (pH ¼ 5, temperature 30C) with the
wild-type strain. The arrow represents the addition of glucose corres-
ponding to a final concentration of 10 g l)1 in the reactor.
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growth rate was unchanged and equal to the applied dilu-
tion rate (0Æ16 h)1) (Van Maris et al. 2001). Quantita-
tively, the production yields of ethanol, acetic acid and
glycerol related to the total added glucose were
found close in both fermentation systems: 0Æ24 vs
0Æ23 Cmol Cmol)1 for ethanol, 0Æ08 vs 0Æ07 Cmol Cmol)1
for acetic acid and 0Æ04 vs 0Æ04 Cmol Cmol)1 for glycerol
in trehalose batch cultures and glucose-limited chemostats
respectively. Those data showed that the sum of the
measured metabolites was close, within 6% between the
two culture systems.
In terms of response dynamics, as in the two systems
tested the biomass concentration following the glucose
pulse was not identical, it was obvious that the time nee-
ded for complete glucose consumption was different (6 h
in trehalose culture vs 1 h in chemostat). Therefore in
order to compare the two dynamics, the evolution of eth-
anol, acetic acid and glycerol concentrations were com-
pared with glucose conversion rate (expressed as s ¼
1)S(t)/S0) rather than the time (Fig. 3). From this could
be seen identical profiles for ethanol and glycerol produc-
tion, whereas following glucose addition to the chemostat
a slight delay (corresponding to 10 min) was observed in
acetic acid production compared with that in the treha-
lose batch culture.
In conclusion, we demonstrated that: (i) pure oxidative
growth of S. cerevisiae was possible in batch cultures grown
on trehalose; (ii) the specific growth rate on trehalose can
be modulated by the level of expression of the acid treh-
alase (Ath1p); (iii) glucose-pulse experiment in aerobic
batch cultures on trehalose led to a metabolic respiro-fer-
mentative transition similar to that observed in glucose-
limited chemostats; and (iv) respiro-fermentative studies
can be successfully scaled down as this kinetic analysis was
carried out in flask scale. Therefore, cultivating a trehalase-
overexpressing S. cerevisiae in aerobic batch cultures grown
on trehalose gives a valuable alternative to culture systems
such as continuous and fed-batch cultures as the glucose
feeding rate and the specific growth rate may be controlled
by the expression level of the Ath1p. This is especially valu-
able for S. cerevisiae studies in which: (i) the implementa-
tion of oxidative growth is required (as for Crabtree effect
studies and heterologous protein production); and (ii)
small-scale culture systems are required for purposes such
as high-throughput mutant analysis and isotopic labelling
experiments.
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